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La régulation de l’expression génétique est essentielle afin qu’un organisme puisse s’adapter 
aux changements environnementaux. Chez les bactéries, la régulation peut s’effectuer à 
plusieurs étapes de l’expression des gènes (transcription, stabilité de l’ARN, traduction, 
maturation et dégradation des protéines) et par des mécanismes impliquant différents types de 
molécules (ADN, ARN, protéines, métabolites ou ions inorganiques). Traditionnellement, les 
protéines se situaient au centre de ces mécanismes de régulation. On sait maintenant que certains 
ARN, dont les riborégulateurs, a ont également un grand rôle à jouer dans ce processus. Un 
riborégulateur est un élément génétique retrouvé dans une région non-codante de certains ARN 
messagers (ARNm), qui peut lier directement un ligand spécifique afin de réguler l’expression 
de son transcrit. Chez Escherichia coli (E. coli), trois riborégulateurs lient la thiamine 
pyrophosphate (TPP). Un d’entre eux, le riborégulateur thiB, n’a toujours pas été étudié. On 
croit qu’il contrôlerait, au niveau de l’initiation de la traduction, l’expression de l’opéron thiBPQ 
encodant un transporteur ABC de la thiamine. De plus, un petit ARN nommé SroA a 
précédemment été identifié grâce à des techniques de séquençage d’ARN. SroA correspond à 
l’aptamère du riborégulateur thiB, mais aucun rôle ne lui a été attribué à ce jour.  
 
Le présent mémoire porte sur la caractérisation du riborégulateur thiB d’E. coli. Dans un premier 
temps, nous avons démontré que le riborégulateur est fonctionnel. Le mécanisme permettant la 
régulation génétique en cis est cependant plus complexe que seulement la régulation prédite au 
niveau traductionnel. Dans un second temps, nous avons utilisé deux approches différentes à 
l’échelle transcriptomique afin de vérifier si SroA régule l’expression de certains ARNm en 
trans. Plusieurs cibles potentielles découlent de cette étude. Une caractérisation préliminaire de 
certaines d’entre elles est présentée ici et devra être poursuivie par des travaux subséquents. Les 
résultats présentés ici suggèrent que le riborégulateur thiB régulerait l’expression de l’opéron 
thiBPQ (en cis) et d’autres gènes en trans. 
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A. L’expression génétique 
 
Un gène est une séquence d’acide désoxyribonucléique (ADN) qui encode une molécule 
fonctionnelle, tel un acide ribonucléique (ARN) fonctionnel ou un ARN messager (ARNm) 
encodant une protéine (Conner and Hartl, 2004). L’expression génétique regroupe l’ensemble 
des processus biochimiques permettant, à partir de l’information contenue dans un gène, de 
synthétiser une molécule fonctionnelle. Selon le dogme central de la biologie moléculaire, tel 
que formulé par Francis Crick (Crick, 1970; Crick, 1958), les neuf transferts possibles de 
l’information entre l’ADN, l’ARN et la protéine sont regroupés en trois classes, nommées 
transferts généraux, transferts spéciaux et transferts inconnus (Figure I.1.). La première classe, 
celle des transferts généraux (flèches pleines), se produit dans tous les types de cellules et 
comporte les transferts ADN→ADN (réplication), ADN→ARN (transcription) et 
ARN→protéine (traduction). La seconde classe correspond aux transferts spéciaux (flèches 
pointillées), soient ARN→ARN, ARN→ADN et ADN→protéine. Ceux-ci ne se produisent pas 
dans la majorité des cellules, mais peuvent survenir dans des circonstances particulières. La 
troisième classe, celle des transferts inconnus (flèches absentes), comprend les transferts qui ne 
devraient pas avoir lieu selon le dogme central de la biologie moléculaire, soient les transferts 
protéine→protéine, protéine→ADN et protéine→ARN. Dans la présente section, nous nous 
intéresserons aux transferts généraux puisqu’ils représentent les transferts importants pour 




Figure I.1. : Le transfert de l’information génétique selon le dogme central de la biologie 
moléculaire. Les flèches pleines représentent les transferts généraux. 1) Réplication de l’ADN. 
2) Transcription de l’ADN en ARN. 3) Traduction de l’ARN en protéine. Les flèches 
pointillées indiquent transferts spéciaux et les flèches absentes correspondent aux transferts 
inconnus (Adapté de Crick, 1970). 
 
A.1. L’expression génétique et sa régulation chez les bactéries 
 
Les bactéries utilisent la très grande majorité de leur énergie afin de produire des molécules qui 
leur permettront de se reproduire efficacement dans des conditions rarement optimales et qui 
peuvent changer rapidement. Ces micro-organismes doivent être en mesure de s’adapter 
rapidement et efficacement à des changements environnementaux afin de continuer à proliférer 
ou simplement de survivre en attendant le retour de conditions plus favorables. Par exemple, 
elles exprimeront des enzymes différentes selon les sources de carbone disponibles. Ainsi, les 
enzymes métabolisant le lactose ne seront pas exprimées en absence de ce disaccharide, mais 
devront l’être lorsque celui-ci deviendra la principale source de carbone disponible. Pour 
parvenir à exprimer les bons gènes dans un contexte donné, les bactéries ont recours à différentes 
stratégies. Au niveau de l’ADN, elles peuvent notamment tirer profit de l’organisation de leurs 
gènes en opérons, c’est-à-dire que plusieurs gènes peuvent se retrouver sous le contrôle des 
mêmes signaux de régulation, permettant ainsi la régulation de plusieurs gènes à la fois. 
20 
 
Plusieurs autres mécanismes permettent de contrôler positivement ou négativement la 
transcription, la traduction et le métabolisme de la bactérie dans le but d’avoir une régulation 
optimale (Figure I.3). 
 
A.1.1. La structure et l’organisation des gènes 
 
Les gènes bactériens encodant des protéines ont des caractéristiques communes afin d’être 
reconnus par les différents effecteurs impliqués leur expression. Au niveau de l’ADN, le gène 
comporte plusieurs régions importantes (Willey et al., 2008). Lorsque l’on désigne une région 
sur un gène donné, on utilise le site d’initiation de la transcription (+1) comme point de 
référence. Les nucléotides en amont auront un signe négatif (-), alors que ceux en aval auront 
un signe positif (+). En amont du site +1, il y a le promoteur qui contient les sites de 
reconnaissance de l’ARN polymérase (régions -10 et -35). En aval, il y a successivement une 
région 5’ non traduite (5’UTR) souvent impliquée dans la régulation de la transcription et de la 
traduction, au moins une séquence codante qui sera traduite en protéine, comprenant un codon 
d’initiation et un codon de terminaison de la traduction, ainsi qu’une séquence 3’ non traduite 
(3’UTR) comprenant un terminateur de la transcription et parfois des séquences importantes 
pour la régulation (Figure I.2).  
 
 
Figure I.2. : La structure du gène bactérien (Adapté de Willey et al., 2008). Exemple de 
l’organisation typique d’un gène bactérien encodant une protéine. Les régions 5’UTR et 3’UTR 
sont incluses, mais l’une ou l’autre peut être absente d’un gène donné. La transcription débute 
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à la position +1 et se déroule vers la droite, tel qu’illustré. Le brin codant est illustré dans la 
direction 5’ vers 3’, alors que le brin matrice est dans l’orientation inverse.  
 
Un opéron est un groupe de gènes successifs sous le contrôle de mêmes séquences régulatrices. 
Les différents gènes de l’opéron sont transcrits sur une même molécule d’ARN, ce qui permet 
aux bactéries de réguler en même temps plusieurs gènes d’une même voie métabolique, par 
exemple, afin de s’adapter rapidement à des changements de leur environnement. Le concept 
d’opéron a été introduit en 1961 par François Jacob et Jacques Monod qui travaillaient sur 
l’induction d’enzymes permettant le catabolisme du lactose (Jacob and Monod, 1961). 
L’exemple de l’opéron lactose est par la suite devenu un classique de la biologie moléculaire 
chez les procaryotes. 
 
A.1.2. La transcription 
 
Comme mentionné précédemment, la transcription est le processus par lequel l’ADN est 
transcrit en ARN par l’ARN polymérase. Cet ARN peut être un ARN messager (ARNm) qui 
sera par la suite traduit en protéine, ou un ARN non codant (ARNnc). La transcription est un 
processus se déroulant en 4 étapes distinctes : la reconnaissance du promoteur, suivie de 
l’initiation, de l’élongation et finalement de la terminaison de la transcription.  
 
A.1.2.1. La reconnaissance du promoteur 
 
Un promoteur est une séquence d’ADN qui définit l’endroit où la transcription d’un gène débute. 
Deux régions, appelées régions -10 et -35 sont particulièrement importantes pour la 
reconnaissance du promoteur par l’ARN polymérase bactérienne, une enzyme composée de 
plusieurs sous-unités. Son cœur est un pentapeptide possédant une composition ββ’α2ω, un 
complexe capable de transcrire, mais qui a besoin d’une sous-unité supplémentaire, le facteur 
sigma (σ), afin de former l’holoenzyme qui sera en mesure de reconnaître un promoteur et 
d’initier la transcription à partir de celui-ci. 
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Chez E. coli, il existe 7 facteurs σ, qui permettent de reconnaître différents promoteurs (Tableau 
I.1), afin de permettre l’expression de différents groupes de gènes, selon les conditions 
rencontrées. Chaque facteur σ reconnaît une séquence consensus particulière. Plus la séquence 
d’un promoteur donné ressemble à la séquence consensus, plus celle-ci sera reconnue 
efficacement, certains promoteurs seront donc plus forts que d’autres (Wosten, 1998). La 
concentration de chaque facteur σ varie en fonction des phases et des conditions de croissance, 
ce qui permet de réguler l’expression de différents groupes de gènes selon les conditions. De 
plus, des facteurs anti-σ ajoutent un niveau supérieur de complexité en séquestrant 
spécifiquement un facteur σ, dans certaines conditions. 
 
Tableau I.1. Les différents facteurs sigma chez E. coli (Adapté de Wosten, 1998). 
Famille σ70 
Protéine 
chez E. coli  
Contexte d'expression 
Séquence consensus Facteur  
anti-σ -35 Espaceur -10 
σ70 RpoD Phase exponentielle TTGACA 16-18 TATAAT   
σ38 RpoS Phase stationnaire     CTATACT   
σ28 FliA Flagelle et biofilm TAAA 15 GCCGATAA FlgM 
σ24 RpoE Réponse au choc froid GAACTT 16-17 TCTRA RseA 
σ32 RpoH Réponse au choc thermique CTTGAAA 16-11 CCCATNT   
σ19 FecI Carence en fer         
Famille σ54 
Protéine 
chez E. coli  
Contexte d'expression 
Séquence consensus   
-24 Espaceur -12   
σ54 RpoN Métabolisme de l'azote TGGCAC 5 TTGCW   
 Les facteurs sigma retrouvés chez E. coli font partie de deux familles, selon les similarités de 
séquences (σ70 et σ54). La famille σ70 regroupe 6 facteurs sigma appartenant à des sous-groupes 
différents. Le nom de chacune des protéines chez E. coli, leur contexte d’expression, les 






A.1.2.2. L’initiation de la transcription 
 
Après avoir reconnu un promoteur, l’ARN polymérase doit initier la transcription. Lors de cette 
étape, la sous-unité σ de l’ARN polymérase cause l’ouverture de la double hélice d’ADN et 
expose le brin matrice d’ADN (bulle de transcription), ce qui permet à l’enzyme de débuter la 
synthèse d’un ARN (Willey et al., 2008). Cependant, près du promoteur, se trouvent des 
séquences où peuvent se lier des protéines régulatrices reconnaissant des séquences spécifiques. 
Ces protéines sont connues sous le nom de facteurs de transcription et peuvent influencer 
l’efficacité de l’initiation de la transcription. 
 
Les facteurs de transcription sont généralement classés comme des répresseurs ou des 
activateurs de la transcription, bien que certaines protéines puissent avoir les deux rôles, 
dépendamment de l’endroit où elles se lient sur l’ADN. Un répresseur est une protéine 
empêchant la transcription. Il lie généralement un site nommé opérateur, qui se situe près du 
promoteur. La liaison du répresseur à l’opérateur empêche la liaison de l’ARN polymérase à 
son promoteur (initiation), ou bloque la progression de celle-ci lors de la transcription 
(élongation). Ce type de régulation est aussi appelé régulation négative, puisque la présence du 
répresseur empêche la transcription qui aurait lieu en son absence. Parfois, une protéine, que 
l’on nomme activateur, est requise pour l’initiation de la transcription à un promoteur donné. 
Dans un tel cas, l’activateur aide généralement le recrutement de l’ARN polymérase au 
promoteur près duquel il est lié, afin que celle-ci puisse amorcer la transcription. Ce type de 
régulation est appelé régulation positive, car la présence de l’activateur est requise pour la 
transcription. Ces deux types de protéines sont essentiels pour moduler efficacement 
l’expression génétique selon les conditions environnementales. Dans le but de répondre 
rapidement à un stimulus, ces protéines existent généralement sous deux formes, permettant ou 
empêchant la liaison à la séquence d’ADN ciblée. De façon générale, ce stimulus est un effecteur 
allostérique, c’est-à-dire une molécule qui modifie la conformation du site de liaison à l’ADN 




A.1.2.3. L’élongation de la transcription 
 
Peu après l’initiation de la transcription, la sous-unité σ se dissocie de nouveau de l’ARN 
polymérase, qui, elle, poursuit avec l’élongation de la transcription. Lors de cette étape, 
l’enzyme se déplace sur la matrice d’ADN en ajoutant successivement, dans l’orientation 
5’→3’, des ribonucléotides triphosphates (rNTP) complémentaires au brin matrice de l’ADN, 
qui est dans l’orientation inverse. Le premier nucléotide transcrit sera donc à l’extrémité 5’ et le 
dernier à l’extrémité 3’ de la molécule d’ARN. La polymérase transcrira l’ARN de cette façon 
jusqu’à ce qu’à ce qu’elle rencontre un signal de terminaison de la transcription. 
 
Plusieurs facteurs peuvent influencer l’élongation de la transcription, que ce soit au niveau de 
la vitesse, du nombre de pauses et de la longueur de celles-ci ou bien de la terminaison 
prématurée de la transcription. La terminaison prématurée de la transcription, aussi appelée 
atténuation de la transcription est également un mécanisme de régulation répandu chez les 
bactéries. Un atténuateur de la transcription se retrouve dans certains gènes, souvent dans la 
région 5’ non traduite (5’UTR). Cet atténuateur peut se former ou non, en fonction des 
conditions cellulaires. Plusieurs signaux peuvent réguler la formation d’un atténuateur, le cas le 
plus connu étant sans aucun doute celui de l’opéron tryptophane d’E. coli, où la formation de 
l’atténuateur se produit lorsqu’il y a beaucoup de tryptophane disponible. Lorsqu’il y a peu de 
tryptophane disponible, la présence de deux codons tryptophanes consécutifs dans le peptide 
leader empêche la poursuite de la traduction. L’ARNm en cours de synthèse adopte alors la 
conformation d’un anti-terminateur, ce qui permet la transcription complète de l’opéron et la 
traduction des gènes requis pour la biosynthèse du tryptophane (Griffiths et al., 2008). 
 
A.1.2.4. La terminaison de la transcription 
 
La terminaison de la transcription se produit lorsque le complexe d’élongation est déstabilisé et 
qu’il relâche le transcrit naissant. Deux mécanismes principaux sont à l’origine de la terminaison 
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de la transcription, la terminaison intrinsèque (Rho-indépendante) et la terminaison dépendante 
de la protéine Rho (Rho-dépendante). 
 
La terminaison intrinsèque est responsable de la terminaison de la transcription d’environ 50% 
des ARNm et 70% des ARNnc (Lesnik et al., 2001). Un terminateur intrinsèque est formé d’une 
structure tige-boucle d’ARN riche en GC, suivie d’une séquence riche en U non-appariés, 
généralement de 7 à 9 résidus (Nudler and Gottesman, 2002). Bien que les détails moléculaires 
menant au relâchement de l’ARN ne soient pas tous élucidés, le modèle de l’encombrement 
allostérique est le plus largement accepté (Epshtein et al., 2007). Selon ce modèle l’arrêt de la 
transcription se produit en 4 étapes. Premièrement, la suite de U provoque la pause de l’ARN 
polymérase, ce qui laisse suffisamment de temps pour que la tige-boucle riche en GC commence 
à se former (Gusarov and Nudler, 1999). Le canal de sortie de la polymérase est relativement 
étroit. Lorsque la tige-boucle atteint une longueur de 4 à 5 paires de bases, cela cause l’ouverture 
du canal de sortie. La tige-boucle envahit le canal principal de l’ARN polymérase et déstabilise 
successivement les interactions ARN-ADN présentes dans le complexe d’élongation. 
Finalement, lorsque la tige-boucle atteint une longueur de 7 à 8 paires de bases, elle s’enfonce 
encore plus profondément dans le canal principal, cet encombrement allostérique aurait pour 
effet d’inactiver le complexe d’élongation de façon irréversible et de déstabiliser des 
interactions essentielles entre l’enzyme et les acides nucléiques. Lorsque la tige-boucle est 
complètement formée, les seules interactions ADN-ARN restantes sont des interactions A-U, 
qui sont les plus faibles interactions Watson-Crick. Celles-ci ne sont pas assez fortes pour 
maintenir le complexe stable, il y a alors dissociation et libération du transcrit (Epshtein et al., 
2007). 
 
La terminaison Rho-dépendante, comme son nom l’indique, nécessite l’intervention de la 
protéine Rho. Ces terminateurs représentent 20-50% des terminateurs de transcription retrouvés 
chez E. coli (Boudvillain et al., 2010), mais sont difficiles à prédire, puisqu’ils ne sont pas aussi 
facilement identifiables que les terminateurs intrinsèques. On les retrouve souvent à la fin d’un 
ARNm, mais aussi dans des régions en amont ou dans des ARNnc, où ils ont un rôle important 
dans la régulation de l’expression génétique (Ciampi, 2006; Peters et al., 2009). Les détails 
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moléculaires des mécanismes de reconnaissance de l’ARN et de terminaison de la transcription 
par Rho sont toujours nébuleux, mais certains modèles sont quand même proposés (Banerjee et 
al., 2006; Boudvillain et al., 2010). Contrairement à un terminateur intrinsèque, un terminateur 
Rho-dépendant est composé de deux domaines, pouvant s’étaler sur plus de 200 paires de bases. 
Le site en amont, au niveau de l’ARN, est reconnu par la protéine homohexamérique Rho, on 
le nomme ainsi rut (Rho-utilization site). La séquence rut est exempte de ribosome et mesure 
au moins 40 nucléotides, elle est également peu structurée et riche en C (Hart and Roberts, 
1991). Rho utilise son activité ATPase afin de se déplacer en direction 5’→3’ sur le transcrit 
naissant, où il rejoint le complexe d’élongation au deuxième domaine. Ce domaine est celui où 
la transcription se termine, il est pour sa part très peu défini, mais on sait qu’il correspond, en 
général, à un site de pause de l’ARN polymérase (Jin et al., 1992; Lau et al., 1983). Le 
relâchement de l’ARN naissant du complexe d’élongation est possiblement dû à l’activité 
hélicase de la protéine Rho sur les hybrides ARN-ADN (Geiselmann et al., 1993). 
 
A.1.3. La régulation post-transcriptionnelle 
 
Il est évident que la transcription est une étape clé dans la régulation de l’expression génétique, 
mais la régulation post-transcriptionnelle joue également un rôle critique. Bien qu’il existe très 
peu de modifications post-transcriptionnelles chez les procaryotes, il y a tout de même un réseau 
complexe de signaux intracellulaires déterminant le temps pendant lequel une molécule d’ARN 
donnée sera fonctionnelle. Chez les bactéries, les ARNm ont une demi-vie assez courte (en 
moyenne 6,8 minutes chez E. coli) (Selinger et al., 2003), ce qui permet une adaptation rapide 
à leur environnement. Différents facteurs permettent cette régulation post-transcriptionnelle en 
altérant les propriétés de l’ARN, que ce soit en le stabilisant ou en le déstabilisant. Certaines 
propriétés de l’ARN augmentent sa stabilité, généralement en l’empêchant d’être dégradé par 
des RNases. Par exemple, la présence d’une extrémité 5’-triphosphate, qui n’est reconnue par 
aucune RNase ou la présence de ribosomes sur l’ARNm, ce qui le protège d’une dégradation. 
Celles qui le rendent plus susceptibles au clivage par une RNase diminuent sa stabilité. Ce sont 
entre autres la présence d’une extrémité 5’-monophosphate ou la polyadénylation de l’extrémité 
3’, qui sont reconnues par plusieurs RNases. Certaines propriétés, telles que la présence de 
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structures secondaires ou de facteurs liant l’ARN peuvent affecter la stabilité dans un sens ou 
l’autre en masquant ou en exposant des sites reconnus par des RNases. Il est également 
intéressant de noter qu’une étude très récente a permis d’observer une compartimentation 
cellulaire de plusieurs protéines de la machinerie de transformation et de dégradation des ARN 
(Taghbalout et al., 2013), démontrant l’importance de l’organisation de cette régulation post-
transcriptionnelle. 
 
A.1.4. La traduction 
 
La traduction d’un ARNm en protéine peut être divisée en trois phases : l’initiation, l’élongation 
et la terminaison. Chez E. coli, lorsque la bactérie est en croissance rapide, jusqu’à 40% de 
l’énergie totale est utilisée afin de synthétiser des protéines (Gold, 1988; Ingraham et al., 1983). 
La bactérie a donc intérêt à réguler cette étape dès le début afin d’éviter les pertes d’énergie 
inutiles. Puisque la régulation de gènes spécifiques s’effectue presqu’exclusivement lors de 
l’initiation (Laursen et al., 2005), seulement la régulation de cette étape sera décrite dans cette 
section.  
 
A.1.4.1. L’initiation de la traduction 
 
Lors de la phase d’initiation, l’objectif est de former le complexe d’initiation, soit la sous-unité 
30S du ribosome ainsi que l’ARNt initiateur chargé d’une N-formyl méthionine, positionnés au 
bon codon de départ de l’ARNm (généralement AUG). Par la suite, il y a l’ajout de la sous-unité 
ribosomique 50S, ce qui permet la formation du complexe d’initiation 70S. De plus, trois 
facteurs d’initiation (IF) sont requis pour l’initiation de la traduction, IF1, IF2 et IF3. 
 
L’endroit où se lie le ribosome sur l’ARNm est appelé le site de liaison du ribosome (RBS), il 
se situe de la position -20 à +13 de l’ARNm, où le A de l’AUG est à la position 1. Au moins 6 
éléments du RBS faciliteraient l’initiation de la traduction chez E. coli (Gold, 1988) :  
1- Le codon d’initiation (AUG est retrouvé dans la majorité des cas, mais GUG et UUG 
sont parfois retrouvés également). 
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2- La séquence Shine-Dalgarno (SD), une séquence riche en purines (A et G) située en 
amont du codon de départ (Shine and Dalgarno, 1974). Cette séquence est 
complémentaire à une région riche en pyrimidines (U et C) située à l’extrémité 3’ de 
l’ARNr 16S de la sous-unité ribosomique 30S. 
3- L’espace entre la séquence SD et le codon de départ (AUG). La traduction est 
efficace si cette séquence se situe dans la région -5 à -13 et optimale à la position -9 
(Thomas et al., 1982; Wood et al., 1984). 
4- Les autres séquences primaires. L’identité de certains autres nucléotides que la 
séquence SD et le codon de départ varie de façon non-aléatoire dans le RBS 
(Schneider et al., 1986), possiblement parce que le ribosome peut interagir 
spécifiquement avec ces nucléotides. 
5- Le deuxième codon. Le deuxième codon a une prévalence pour être AAA ou GCU, 
probablement parce que ce sont les codons les plus efficaces pour initier 
efficacement la traduction (Stenstrom et al., 2001; Zalucki et al., 2007). 
6- La structure de l’ARNm dans la région du RBS est importante pour la liaison du 
ribosome. Si cette région est peu structurée, le ribosome y aura accès plus facilement 
que si elle est très structurée. 
 
Comme pour la transcription, l’initiation est l’étape la plus régulée de la traduction parce qu’elle 
limite les dépenses énergétiques inutiles. Cette régulation s’effectue essentiellement dans la 
région du RBS en prévenant la liaison du ribosome à ce site de l’ARNm. Plusieurs facteurs 
protéiques peuvent affecter l’initiation de la traduction (Babitzke et al., 2009), mais également 
des ARN (Geissmann et al., 2009), dont le rôle sera détaillé dans la section B. Dans la majorité 
des cas, il s’agit d’une inhibition de l’initiation de la traduction. Cette régulation s’effectue 
généralement par la compétition directe avec la liaison du ribosome ou par la formation, la 
stabilisation ou la déstabilisation de structures secondaires. Bien que plus rares, il existe 
également certains cas où il y a plutôt activation de la traduction  (Babitzke et al., 2009; 




A.1.4.2. L’élongation de la traduction 
 
Lors de la phase d’élongation, l’ARNt chargé correspondant au deuxième codon se lie au site A 
du ribosome à l’aide des facteurs d’élongation (EF) EF-Tu et EF-Ts et de GTP comme source 
d’énergie. Ensuite, le lien peptidique entre les deux acides aminés est formé par l’ARNr 23S et 
le ribosome se déplace sur l’ARNm en direction 5’→3’, un processus appelé la translocation, 
qui requiert le facteur d’élongation (EF) EF-G. À cette étape L’ARNt présent dans le A se 
retrouve alors dans le site P et celui dans le site P se retrouve dans le site E. Le site A est prêt à 
recevoir l’ARNt pour le codon suivant. Lorsqu’un nouvel ARNt chargé se lie au site A, celui 
dans le site E est éjecté. Ce processus se répète jusqu’à ce que tous les codons de l’ARNm aient 
été traduits et que le ribosome rencontre un codon de terminaison. 
 
A.1.4.3. La terminaison de la traduction 
 
Trois codons de terminaison sont utilisés afin d’arrêter la traduction (UAA, UAG et UGA). 
Aucun ARNt ne reconnaît ces codons, ce sont plutôt les facteurs de relâchement (RF) RF-1 ou 
RF-2 qui s’insèrent dans le site A du ribosome et qui, à l’aide de RF-3, permettent la dislocation 
des deux sous-unités ribosomales et le relâchement de l’ARNm et de la chaîne polypeptidique. 
 
A.1.5. Les modifications post-traductionnelles 
 
Dans la plupart des cas, une protéine qui vient tout juste d’être traduite n’est pas fonctionnelle, 
la bactérie a alors recours aux modifications post-traductionnelles des protéines. Certaines de 
ces modifications sont reliées à la maturation de la protéine (repliement, localisation et clivage 
protéolytique), alors que d’autres permettent de modifier l’activité de la protéine de façon 
réversible afin de pouvoir répondre à des conditions cellulaires précises (régulation allostérique 





A.1.5.1. La maturation des protéines 
 
La principale modification post-traductionnelle est le repliement tridimensionnel adéquat de la 
protéine (Griffiths et al., 2008). Cette fonction est assurée par des protéines chaperons, qui sont 
en mesure de reconnaître les protéines mal repliées, de prévenir leur agrégation et de permettre 
leur bon repliement (Beissinger and Buchner, 1998). Lorsqu’une protéine ne peut être repliée 
correctement ou qu’elle a subi un dommage irréversible, des protéases prennent le relai pour 
l’éliminer rapidement (Gottesman, 1996). 
 
Certaines protéines devront être localisées au bon endroit dans la cellule afin de jouer leur rôle. 
Celles-ci possèdent un peptide signal, une petite région de 20 à 30 acides aminés située à 
l’extrémité N-terminale qui permet la translocation des protéines du cytoplasme à la membrane 
plasmique ou au périplasme afin que celle-ci puisse être acheminée vers sa destination finale 
(membrane interne, périplasme, membrane externe ou extérieur de la cellule) (Gupta et al., 
2007; Nielsen et al., 1997). 
 
Plusieurs protéines seront aussi maturées par des clivages protéolytiques. Parmi ces 
modifications, il y a le clivage de la méthionine en position N-terminale. Comme décrit à la 
section A.1.4.1., la traduction de toutes les protéines débute avec une N-formyl méthionine. 
Parfois, la présence de cette N-formyl méthionine peut empêcher le fonctionnement optimal 
d’une protéine. Chez E. coli, 2 étapes sont nécessaires pour enlever cette méthionine. Le 
groupement formyl est d’abord enlevé par la peptide déformylase et la méthionine, si nécessaire, 
est ensuite clivée par la méthionine aminopeptidase. L’activité de cette dernière enzyme est 
dépendante de l’identité des 2e, 3e et 4e acides aminés, donc toutes les protéines ne seront pas 
modifiées de cette façon (Frottin et al., 2006).  
 
A.1.5.2. La modification réversible de l’activité de la protéine 
 
Afin de réguler l’activité d’une protéine de façon réversible, la bactérie a recours à deux 
stratégies principales : la régulation allostérique ou la modification covalente.  
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La régulation allostérique est utilisée pour réguler l’activité d’un grand nombre de protéines, 
principalement d’enzymes. Dans un tel cas, l’activité de l’enzyme est affectée par la liaison non 
covalente d’une petite molécule que l’on appelle un effecteur. En liant l’enzyme à un site 
régulateur, souvent éloigné du site catalytique, l’effecteur cause un changement de conformation 
de l’enzyme ayant pour effet d’activer ou d’inhiber l’activité enzymatique.  
 
Les modifications covalentes possibles sont nombreuses, mais la compréhension de ces 
modifications et de leur rôle dans la régulation est relativement peu connue chez les bactéries 
(Gupta et al., 2007). Les trois modifications typiquement retrouvées sont la phosphorylation, la 
méthylation et l’adénylation ; ces modifications peuvent être très importantes pour réguler 
l’activité enzymatique ou d’autres processus comme la signalisation cellulaire ou le 
chimiotactisme. Un aspect intéressant de ces modifications est qu’elles peuvent être multiples 
sur une même protéine. Une protéine peut ainsi intégrer plusieurs stimuli à la fois et y répondre 
de façon adéquate. 
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Figure I.3. : L’expression génétique et sa régulation chez les bactéries. Résumé de la section 
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A.1. Les grandes étapes sont en gras, les principaux mécanismes permettant la régulation sont 
en italique. Noter que la transcription peut résulter en un ARNm ou un ARNnc. 
 
B. Les ARN régulateurs bactériens 
 
Traditionnellement, les protéines étaient perçues comme les seules molécules responsables des 
mécanismes impliqués dans la régulation de l’expression génétique. Cette perception a 
commencée à changer en 1981, lorsqu’il a été démontré pour la première fois qu’une molécule 
d’ARN, l’ARN I, était en mesure de bloquer la réplication du plasmide ColE1 (Stougaard et al., 
1981; Tomizawa et al., 1981). Cependant, ce n’est qu’au début des années 2000 que 
l’importance des ARN régulateurs bactériens dans la régulation génétique a réellement 
commencé à être reconnue. On sait maintenant que la régulation de l’expression génétique par 
les ARN régulateurs bactériens peut se faire au niveau de l’ADN par la maintenance ou la mise 
en silence (silencing), elle peut également être transcriptionnelle, post-transcriptionnelle, 
traductionnelle ou post-traductionnelle. Afin de permettre cette régulation, ils agissent de 
différentes façons, que ce soit en interagissant directement avec l’ADN, par des changements 
de conformation de l’ARN, en s’appariant avec d’autres ARN ou en liant des protéines. Les 
ARN régulateurs bactériens sont regroupés dans 3 classes principales, soient les ARN CRISPR 
(Clustered regularly interspaced short palindromic repeats), qui empêchent l’acquisition 
d’ADN étranger, les riborégulateurs et les petits ARN régulateurs (pARNr) s’appariant à un 
ARNm cible ou liant des protéines (Waters and Storz, 2009). 
 
B.1. Le système CRISPR/Cas 
 
Le système CRISPR est un système de défense essentiel, distinct de l’interférence à l’ARN 
(ARNi) eucaryote, qui est retrouvé chez les bactéries et les archées pour se défendre contre les 
acides nucléiques étrangers provenant de virus ou de plasmides. Ce système utilise le principe 
des petits ARN régulateurs afin de détecter et de mettre en silence les acides nucléiques 
étrangers (Wiedenheft et al., 2012). Un locus CRISPR est formé de séquences palindromiques 
répétées séparées par un espaceur provenant de l’acide nucléique invasif. L’interférence par le 
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système CRISPR repose sur 3 étapes majeures, soit l’intégration de la nouvelle information 
génétique dans le locus CRISPR, la biogenèse des petits ARN dérivés des CRISPR (ARNcr) et 
l’interférence guidée par les ARNcr (Figure I.4.). Premièrement, le mécanisme par lequel 
l’ADN étranger est intégré est toujours inconnu, mais on sait que plusieurs protéines associées 
au CRISPR (Cas) sont impliquées. Lors de cette étape, un court fragment d’ADN exogène est 
intégré au début du locus CRISPR, entre deux séquences répétées. Dans le processus, la 
séquence répétée est dupliquée afin de permettre à une prochaine séquence de s’insérer. Lors de 
la deuxième étape, celle de la biogenèse des ARN CRISPR, le locus est transcrit et maturé en 
ARNcr par une protéine Cas ou une RNase III. Une fois maturé, l’ARNcr s’associe avec une 
protéine Cas, formant un complexe ribonucléoprotéique prêt à défendre la bactérie contre les 
acides nucléiques invasifs, qui sont identifiés par appariement de séquence avec l’ARNcr lors 
de la troisième étape, celle de l’interférence guidée par les ARNcr. Il est intéressant de noter 
qu’autant le brin codant que le non-codant peut être ciblé, ce qui indique que les ARNcr peuvent 
cibler l’ADN. La découverte du système CRISPR étant relativement récente (Barrangou et al., 
2007), plusieurs questions sont toujours en suspens, dont la façon dont les acides nucléiques 
étrangers sont sélectionnés et intégrés dans un locus CRISPR du chromosome de l’hôte 




Figure I.4. : Le système CRISPR/Cas (Adapté de Wiedenheft et al., 2012). Le système 
CRISPR/Cas fait appel à deux locus différents du génome bactérien. Les gènes du locus cas 
(flèches jaunes) encodent des protéines requises pour l’intégration de l’information génétique 
au début du locus CRISPR, à partir de l’ADN étranger (1). La biogénèse des ARNcr se produit 
lorsque le locus CRISPR est transcrit en ARN, celui-ci est ensuite maturé par des protéines Cas 
ou par la RNase III (2). Finalement, l’ARN mature s’associe avec une protéine Cas, formant un 
complexe RNP prêt à défendre l’hôte contre les acides nucléiques exogènes par interférence (3). 
 
B.2. Les petits ARN régulateurs 
 
Les pARNr bactériens, comme l’indique leur nom, sont de petits transcrits d’ARN (~50 à 300 
nucléotides) qui permettent la régulation de l’expression génétique, que ce soit en s’appariant à 
des ARNm ou en liant des protéines (Storz et al., 2011). Les pARNr font généralement partie 
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de réseaux qui permettent la régulation d’une variété de processus, que ce soit au niveau de 
l’adaptation à un stress environnemental, de la virulence ou encore du métabolisme. La 
régulation post-transcriptionnelle par les pARNr est un processus très répandu. Bien que cette 
régulation soit de mieux en mieux caractérisée, on découvre encore de nouveaux mécanismes 
qui remettent en question les paradigmes du domaine (Liu and Camilli, 2010). Ces pARNr 
peuvent être regroupés en grandes classes qui seront décrites dans cette section. Il y a les pARNr 
agissant en trans, ceux agissant en cis, ainsi que ceux qui modulent l’activité de protéines 
(Figure I.5.). 
 
B.2.1. Les petits ARN régulateurs agissant en trans 
 
La classe la plus étudiée de pARNr est celle des  pARNr agissant en trans qui, contrairement à 
ceux agissant en cis, ont une complémentarité de séquence limitée avec leurs ARNm cibles 
(Storz et al., 2011). Les pARNr s’apparient généralement dans la région 5’UTR de l’ARNm et 
régulent l’expression génétique au niveau de la traduction ou de la stabilité de l’ARNm. Dans 
la majorité des cas, l’appariement mène à une régulation négative de l’expression génétique, 
soit par l’inhibition de l’initiation de la traduction, par la dégradation de l’ARNm, ou bien les 
deux à la fois (Aiba, 2007; Liu and Camilli, 2010) (Figure I.5.A). Dans certains cas, 
l’appariement mène à une régulation positive, soit en favorisant la formation de structures 
permettant la liaison du ribosome ou en augmentant la stabilité de l’ARNm (Storz et al., 2011) 
(Figure I.5.B). La régulation en trans par les pARNr fait souvent appel à deux types de protéines, 
des chaperonnes d’ARN (Hfq) ou des RNases. 
 
B.2.1.1 La protéine chaperon Hfq 
 
Chez E. coli, la fonction des pARNr agissant en trans est généralement dépendante de la 
protéine Hfq. Hfq est une protéine chaperonne d’ARN qui facilite l’appariement entre un 
pARNr et sa cible ARNm, pour laquelle elle peut affecter l’expression au niveau de la traduction 
ou de la stabilité. Deux aspects sont donc importants afin de comprendre le rôle de Hfq dans 
cette régulation : la reconnaissance spécifique des ARN et le mécanisme menant à la régulation. 
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Hfq est une protéine homohexamérique qui forme un anneau. Cette structure comporte deux 
faces asymétriques, nommées proximale et distale, qui pourraient lui permettre d’interagir avec 
plus d’un ARN à la fois (Vogel and Luisi, 2011). Selon des résultats de cristallographie de 
complexes Hfq-ARN (Link et al., 2009; Schumacher et al., 2002), d’évolution systématique de 
ligands par enrichissement exponentiel (SELEX) (Lorenz et al., 2010) et de mutagénèse de la 
protéine Hfq (Mikulecky et al., 2004), la face proximale d’Hfq semble préférer les séquences 
simple brin riches en U, alors que la face distale a une préférence pour les motifs ARN ou 
ARNN, où R est une purine et N est n’importe quel nucléotide) (Vogel and Luisi, 2011). Étant 
donné que ces séquences sont peu spécifiques on peut s’attendre à ce qu’elles soient retrouvées 
très souvent dans le transcriptome. De plus, ces études ont toutes été réalisées par des techniques 
in vitro, on ne connaît donc pas les déterminants in vivo qui permettent cette reconnaissance. 
Des études de réticulation (cross-linking) à l’échelle transcriptomique seraient nécessaires afin 
de localiser les interactions de Hfq avec les ARN qu’elle lie, ce qui permettrait de mieux 
comprendre l’action de Hfq (Storz et al., 2011). On sait cependant que Hfq peut faciliter 
l’appariement entre les deux ARN en augmentant le taux d’hybridation (Fender et al., 2010; 
Hopkins et al., 2011; Hwang et al., 2011), en stabilisant les duplexes déjà appariés (Soper et al., 
2010) ou en facilitant le remodelage de l’un des deux ARN (Maki et al., 2010), mais les 
mécanismes permettant l’appariement du pARNr à sa cible ARNm via Hfq demeurent mal 
compris. Par exemple, on ne sait toujours pas si Hfq a une préférence afin  de lier d’abord le 
pARNr ou la cible (Storz et al., 2011).  
 
Contrairement au scénario où Hfq sert à permettre l’appariement entre le pARNr et sa cible, les 
rôles sont inversés dans le cas de Spot42. En effet, Spot42 permet la régulation de sdhC par le 
recrutement de Hfq. C’est la chaperonne qui empêche la traduction de l’ARNm en 
compétitionnant avec la liaison du ribosome (Desnoyers and Masse, 2012). 
 
Dans les dernières années, des études ont aussi permis d’identifier des partenaires protéiques 
associés avec Hfq, dont plusieurs sont impliquées dans la dégradation des ARNm, tels que la 
RNase E, la polynucléotide phosphorylase (PNPase) et la poly(A) polymérase (PAP) (Ikeda et 
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al., 2011; Mohanty et al., 2004). Cela a permis d’établir un lien entre Hfq et la dégradation des 
ARNm via le recrutement de RNases. 
 
B.2.1.2 Les RNases 
 
Les RNases (principalement la RNase E) ont souvent un impact majeur dans la régulation par 
les pARNr, en agissant sur la stabilité des ARNm. Deux mécanismes généraux peuvent mener 
à cette régulation (Lalaouna et al., 2013).  
 
Lors d’une répression nucléolytique passive, la dégradation de l’ARNm est le résultat collatéral 
de la régulation traductionnelle, l’absence de ribosomes sur l’ARNm le rend plus susceptible à 
la dégradation par des RNases. Longtemps, les chercheurs ont cru que les changements dans la 
stabilité des ARNm suite à l’action d’un pARNr étaient dus seulement à la présence ou non de 
ribosomes sur l’ARNm (Storz et al., 2011). En 2003, la première observation que la dégradation 
d’un pARNr et sa cible ARNm pouvait être couplée a été réalisée, ce qui suggérait que la liaison 
du petit ARN RyhB à sa cible permettait le recrutement de la RNase E et/ou du dégradosome 
d’ARN (Masse et al., 2003). Quelques années plus tard, il a été remarqué que la dégradation de 
l’ARNm pouvait parfois être plus rapide que ce qui pouvait être attribué seulement à la présence 
de ribosomes sur l’ARNm (Papenfort et al., 2006). Aujourd’hui, on nomme le mécanisme 
menant à la dégradation rapide de l’ARNm la répression nucléolytique active. Dans ce 
processus, il y a recrutement de la RNase E et formation d’une machinerie de dégradation 
spécialisée pARNr/Hfq/RNase E, qui mène à une dégradation très rapide de l’ARNm (Lalaouna 
et al., 2013).  
 
On sait maintenant que la RNase E et la RNase III ont un grand rôle à jouer dans cette régulation 






B.2.2. Les petits ARN régulateurs agissant en cis 
 
Bien que cette catégorie de petits ARN régulateurs ne soit pas très bien caractérisée à ce jour, 
elle correspond à des transcrits anti-sens à l’ARNm cible. Étant donné qu’un brin d’une même 
région d’ADN est transcrit en ARNm, alors que l’autre est transcrit en pARNr, il y a 
complémentarité parfaite entre les séquences, ce qui contraste avec ceux qui agissent en trans. 
La plupart de ces pARNr proviennent de bactériophages, de plasmides ou de transposons et 
servent à maintenir un nombre adéquat de copies de l’élément génétique mobile (Brantl, 2007; 
Wagner et al., 2002). De façon générale, la fonction de ces pARNr qui sont exprimés à partir du 
chromosome hôte est moins bien comprise (Waters and Storz, 2009). Certains sont l’antitoxine 
d’un système toxine-antitoxine de type I, où le pARNr réprime l’expression du gène encodant 
une toxine protéique (Fozo et al., 2008; Kawano et al., 2007). D’autres servent à moduler 
l’expression de certains gènes d’un opéron, comme c’est le cas pour le pARNr GadY qui est 
induit en phase stationnaire. L’expression de GadY, qui est transcrit dans la région intergénique 
de l’opéron gadXW induit un clivage dans cette région, ce qui mène à une plus grande expression 
du transcrit gadX (Opdyke et al., 2004; Tramonti et al., 2008). Comme c’est le cas pour leurs 
homologues agissant en trans, ces petits ARNr peuvent réguler au niveau de la stabilité de 
l’ARNm et au niveau de la traduction, mais aussi en réprimant la transcription (Figure I.5.C et 
D). De plus, cette régulation ne nécessite pas toujours la présence de la protéine Hfq. 
 
B.2.3. Les petits ARN régulateurs modulant l’activité de protéines 
 
Tel que mentionné précédemment, plusieurs pARNr qui agissent par appariement de séquences 
interagissent avec des protéines afin de réguler l’expression de l’ARNm cible. Cependant, 
d’autres pARNr interagissent avec des protéines afin d’en réguler l’activité. Cette régulation 
peut passer par la simple séquestration de la protéine, par le rapprochement de deux protéines 
via un complexe RNP ou par la modification (inhibition, modification ou activation) de l’activité 




           
Figure I.5. : Les mécanismes de régulation par les petits ARN régulateurs. A) Les pARNr 
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agissant en trans régulent négativement l’expression génétique en réprimant la traduction et/ou 
en dégradant l’ARNm (dégradation nucléolytique passive ou active). B) Les pARNr agissant en 
trans régulent positivement l’expression génétique en activant la traduction et/ou en stabilisant 
l’ARNm. C) Les pARNr agissant en cis régulent négativement l’expression génétique en 
réprimant la traduction et/ou en dégradant l’ARNm, ils peuvent également réprimer la 
transcription par interférence. De façon générale, ce mécanisme se fait sans l’aide de Hfq. D) 
Les pARNr agissant en cis régulent positivement l’expression génétique en stabilisant l’ARNm. 
E) Les pARNr modulant l’activité de protéines peuvent agir par séquestration, inhibition, 
modification, activation ou rapprochement de protéines. A), B) et D) requièrent généralement 
l’intervention de la chaperonne Hfq. Des exemples de pARNr affectant l’expression de chacune 
de ces façons sont donnés. 
 
B.3. Les riborégulateurs 
 
Les riborégulateurs sont des régions structurées d’ARN, retrouvées dans des régions non-
codantes de certains ARNm, qui régulent l’expression des gènes en aval suite à la liaison d’un 
ligand spécifique (Mironov et al., 2002; Winkler et al., 2002a; Winkler et al., 2002b). Un 
riborégulateur est composé de deux domaines. L’aptamère est la région évolutivement 
conservée qui permet la reconnaissance d’un ligand spécifique, alors que la plate-forme 
d’expression, dont la séquence diffère d’un riborégulateur à l’autre, est la région qui change de 





Figure I.6. : Représentation générale d’un riborégulateur. En absence de la liaison du ligand 
à l’aptamère, la plate-forme d’expression adopte une conformation permettant l’expression du 
transcrit. Lorsque le ligand est lié à l’aptamère, il y a un changement de conformation de la 
plate-forme d’expression qui mène à la répression du transcrit. 
 
B.3.1. Les riborégulateurs : de leur découverte à aujourd’hui 
 
Avant la découverte des riborégulateurs, le mécanisme de régulation de plusieurs gènes 
impliqués dans le métabolisme bactérien était toujours nébuleux. Avec les années, des 
arguments suggérant que l’ARNm pourrait directement lier un métabolite pour réguler sa propre 
expression se sont accumulés. Par exemple, plusieurs études ont relevé la présence de structures 
secondaires d’ARN conservées en 5’UTR de gènes impliqués dans de mêmes voies 
métaboliques, et ce, chez différentes espèces (Gelfand et al., 1999; Grundy and Henkin, 1998; 
Miranda-Rios et al., 2001; Nou and Kadner, 2000). De plus, on savait déjà à l’époque qu’il était 
possible de créer des ARN synthétiques, nommés aptamères, liant de petites molécules par la 
technique du SELEX (Ellington and Szostak, 1990; Tuerk and Gold, 1990). La première 
observation directe menant à la découverte des riborégulateurs a probablement été réalisée dans 
le laboratoire de Tina Henkin. En effet, elle a été la première à observer une séquence d’ARN 
conservée pouvant adopter une structure secondaire, impliquée dans le contrôle de la 
terminaison de la transcription, dans la région 5’UTR de gènes impliqués dans le métabolisme 
de la méthionine et de la cystéine (Grundy and Henkin, 1998). La nature du facteur permettant 
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la régulation demeurait cependant inconnue. Une autre percée majeure vers la découverte des 
riborégulateurs a été réalisée lorsque l’importance d’une structure conservée d’ARN pour la 
régulation de gènes impliqués dans la biosynthèse de la thiamine a été démontrée (Miranda-
Rios et al., 2001). C’est en 2002 que l’existence des riborégulateurs a été démontrée avec des 
expériences démontrant que la liaison directe du métabolite à la séquence d’ARN affecte la 
régulation des gènes en aval (Mironov et al., 2002; Winkler et al., 2002a; Winkler et al., 2002b). 
Depuis ce temps, environ trois nouvelles classes de riborégulateurs sont découvertes chaque 
année, amenant le total à une trentaine de classes (Breaker, 2012). De plus, des riborégulateurs 
ont été identifiés dans les trois domaines du vivant, soit chez les procaryotes, les archées et les 
eucaryotes (Sudarsan et al., 2003a). Chez Bacillus subtilis, ils contrôlent même l’expression de 
plus de 2,2 % des gènes (Winkler and Breaker, 2005). En plus du nombre croissant de 
riborégulateurs découverts chaque année, la variété des mécanismes de régulation utilisés par 
ceux-ci ne cesse de nous surprendre. 
 
B.3.2. Les classes de riborégulateurs 
 
À ce jour, 27 classes de riborégulateurs sont connues. Celles-ci sont regroupées selon le type de 
ligand reconnu par l’aptamère. Il peut s’agir de bases azotées ou de substituts (guanine, adénine, 
2’-deoxyguanosine, pre-queuosine 1, c-di-GMP et c-di-AMP), d’acides aminés ou de dérivés 
(glutamine, lysine et glycine), de coenzymes (thiamine pyrophosphate, adénosyl cobalamine, 
flavine mononucléotide, cofacteur molybdène, cofacteur tungstène, tétrahydrofolate, S-
adénosyl-méthionine, S-adénosyl-homocystéine), d’ions inorganiques (magnésium, fluorure), 
d’autres types de molécules (glucosamine-6-phosphate, ARN de transfert, aminoglycosides) ou 
même de paramètres physico-chimiques (température et pH). Il est intéressant de noter que 
certains ligands sont reconnus par plusieurs classes de riborégulateurs. En effet, il existe 5 
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B.3.3. Les mécanismes de régulation des riborégulateurs 
 
Lors de la découverte des riborégulateurs, deux mécanismes de régulation principaux étaient 
prédits, soient la régulation transcriptionnelle rho-indépendante et la régulation traductionnelle. 
Ceci est principalement dû au fait que les riborégulateurs étaient prédits par alignements de 
séquences et que les motifs menant à ces types de régulation étaient plus simples à prédire par 
analyses de séquences et de structures secondaires. Présentement, six mécanismes de régulation 
sont connus. En plus des deux nommés précédemment, il y a la régulation transcriptionnelle 
rho-dépendante, la dégradation de l’ARNm (clivage nucléolytique), l’auto-clivage ainsi que la 
régulation de l’épissage alternatif, retrouvée chez les eucaryotes  (Figure I.7.). Certains de ces 
mécanismes ont été découverts récemment, ce qui laisse croire qu’on pourrait en découvrir 
d’autres dans les prochaines années. 
 
B.3.3.1 La régulation transcriptionnelle Rho-indépendante 
 
Ce type de régulation repose sur la formation d’un atténuateur intrinsèque de la transcription 
(décrit à la section A.1.2.4.) suite à la liaison du ligand. Cette structure est constituée d’une tige-
boucle riche en GC, immédiatement formée d’une séquence poly-U, généralement de 7 à 9 
nucléotides (d'Aubenton Carafa et al., 1990). 
 
B.3.3.2 La régulation transcriptionnelle Rho-dépendante 
 
Récemment découvert dans le cas des riborégulateurs, ce type de régulation n’est à ce jour pas 
très bien caractérisé, mais il a le potentiel d’être très répandu (Hollands et al., 2012). La 
terminaison Rho-dépendante a été décrite à la section A.1.2.4.  
 
B.3.3.3 La régulation traductionnelle 
 
Tel que mentionné précédemment, ce mécanisme de régulation est relativement simple à prédire 
puisque la liaison du ligand induit la formation d’un motif assez simple à repérer. Il s’agit d’une 
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tige-boucle d’ARN où sont séquestrés les signaux d’initiation de la traduction (séquence SD 
et/ou codon de départ). Lorsque ces signaux sont séquestrés, le ribosome ne peut pas les lier et 
initier la traduction de l’ARNm naissant (Breaker, 2012). 
 
B.3.3.4 La régulation nucléolytique 
 
Récemment découvert dans notre laboratoire, ce mécanisme de régulation utilise l’accessibilité 
ou non d’un site de clivage de la RNase E dans la plate-forme d’expression du riborégulateur, 
dépendant de la liaison du ligand (Caron et al., 2012). Dans ce cas, le riborégulateur lysC d’E. 
coli était connu pour réguler au niveau de la traduction. Cependant, une diminution très rapide 
du niveau d’ARNm a été observée, menant à l’hypothèse qu’une RNase serait recrutée suite à 
la liaison du ligand. Nous avons finalement démontré que cette dégradation était due à un site 
de clivage de la RNase E, dans le riborégulateur, rendu accessible en présence du ligand. Il est 
important de mentionner qu’il a été possible de découpler la régulation traductionnelle de la 
régulation nucléolytique à l’aide de mutants du riborégulateur, suggérant que ce mode de 




Ce mécanisme de régulation particulier a également été observé à une seule occasion. Le 
riborégulateur glmS, retrouvé chez les bactéries à Gram positif, est activé par la glucosamine-6-
phosphate (GlcN6P). Le ligand agit comme un cofacteur et induit l’auto-clivage de l’aptamère 
glmS (Winkler et al., 2004). Cet ARN est donc également un ribozyme auto-catalytique, le terme 
ribozyme désigne un ARN possédant une fonction catalytique, à l’instar d’une enzyme. Il a été 
ensuite démontré chez B. subtilis que l’auto-clivage du ribozyme crée une extrémité 5’ 
hydroxyle. Celle-ci est ensuite reconnue par la RNase J1, une endoribonucléase qui est 
l’homologue fonctionnel de la RNase E d’E. coli et qui possède une spécificité pour de tels 
ARN. La RNase J1 dégrade l’ARNm, c’est ce mécanisme qui permet ultimement la régulation 




B.3.3.6. L’épissage alternatif 
 
Chez les eucaryotes (algues, plantes et champignons), les seuls riborégulateurs identifiés jusqu’à 
maintenant sont les riborégulateurs TPP. Ceux-ci se retrouvent dans les introns des pré-ARNm, 
où ils contrôlent l’épissage alternatif (Bocobza et al., 2007; Cheah et al., 2007; Croft et al., 2007; 
Kubodera et al., 2003; Wachter et al., 2007). Bien qu’il existe de petites différences entre les 
mécanismes de régulation de l’épissage alternatif utilisés chez les différents eucaryotes, le 
principe de base est le même. Deux sites d’épissage possédant des affinités différentes sont 
présents, l’un ou l’autre sera utilisé selon la concentration du ligand. En absence de ligand, un 
premier site d’épissage est apparié avec des nucléotides de l’aptamère, généralement ceux 
impliqués dans la liaison du ligand. Lorsque le ligand lie l’aptamère, il empêche son appariement 
avec le site d’épissage, celui-ci étant plus fort que l’autre, il est préférentiellement reconnu par 
le complexe d’épissage (splicéosome) et il y a épissage alternatif de l’ARNm. De façon 
intéressante, un article récent a démontré que chez le champignon Neurospora crassa, la 
régulation de l’épissage alternatif s’effectue via la formation de paires de bases distantes de 530 





Figure I.7. : Mécanismes de régulation par les riborégulateurs. En absence de la liaison du 
ligand à l’aptamère, l’ARNm est transcrit et traduit (boîte bleue). Lorsqu’il y a liaison du ligand 
à l’aptamère, la plate-forme d’expression peut réguler l’expression du gène par 6 différents 
mécanismes. 1) Terminaison rho-indépendante : la formation d’une tige-boucle 
immédiatement suivie d’une séquence poly-U déstabilise l’ARN polymérase. 2) Terminaison 
rho-dépendante : une séquence rut est rendue accessible, permettant la liaison de la protéine 
Rho qui cause un arrêt de la transcription. 3) Inhibition de la traduction : Les signaux 
d’initiation de la traduction (RBS/AUG) sont séquestrés dans la plate-forme d’expression, 
empêchant la liaison du ribosome. 4) Dégradation de l’ARNm : Un site de clivage de la RNase 
E est accessible, celle-ci effectue un clivage endonucléolytique et l’ARNm est ensuite dégradé 
par le complexe du dégradosome à ARN. 5) Auto-clivage : Le riborégulateur est également un 
ribozyme. La liaison du ligand active le ribozyme qui s’auto-clive, l’ARNm est ensuite dégradé 
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par des RNases. 6) Épissage alternatif (eucaryotes) : Un site d’épissage est rendu accessible, 
permettant au splicéosome d’effectuer l’épissage alternatif. 
 
B.3.4. Le riborégulateur TPP 
 
B.3.4.1. La thiamine et la TPP 
 
La thiamine (vitamine B1) est une vitamine hydrosoluble composée d’une portion pyrimidine et 
d’un groupement thiazole, reliés par un lien méthylène (Figure I.8.A.). Cette vitamine est 
également appelée vitamine du béribéri, puisqu’une carence en cette vitamine cause cette 
affectation du système nerveux, qui peut conduire à une asthénie générale et à la mort. En 1896, 
un Hollandais nommé Christiaan Eijkman a montré qu’une substance contenue dans le son de 
riz permettait de prévenir le béribéri chez des poulets. Ses travaux lui ont d’ailleurs valu le prix 
Nobel de médecine en 1929. C’est en 1911 que Casimir Funck a isolé et cristallisé cette 
substance, qu’il a nommée vitamine du béribéri, une « amine vitale », il est donc à l’origine de 
l’utilisation du mot vitamine, accepté par la communauté scientifique en 1912 (Piro et al., 2010). 
La thiamine pyrophosphate (TPP), parfois aussi nommée thiamine diphosphate ou 
cocarboxylase, est la forme active de la thiamine (Figure I.8.A.) (Miranda-Rios, 2007). La TPP 
est essentielle pour tous les organismes vivants en raison de son rôle dans le catabolisme 
primaire du carbone. Plusieurs micro-organismes ainsi que les plantes et les champignons sont 
en mesure de synthétiser la thiamine, alors que d’autres, comme les vertébrés, doivent l’absorber 
à partir de leur alimentation (Rodionov et al., 2002). La TPP est le cofacteur de nombreuses 
enzymes importantes impliquées dans plusieurs voies métaboliques telles que la glycolyse, la 
voie des pentoses-phosphate et le cycle de Krebs. La TPP catalyse des réactions décarboxylantes 
ou non (activité transférase), grâce à la substitution de protons en position 2 de l’anneau thiazole 
(Bettendorff and Wins, 2009), résultant en la formation ou le clivage de liaisons carbone-sulfure, 





B.3.4.2. La découverte et la distribution du riborégulateur TPP 
 
À la fin des années 1990, plusieurs études réalisées chez E. coli et S. typhimurium dans le 
laboratoire de Diana M. Downs ont permis de déterminer que les opérons thi, impliqués dans la 
voie de biosynthèse de la thiamine sont régulés au niveau transcriptionnel par la TPP, alors que 
les gènes isolés ne le sont pas (Petersen and Downs, 1997; Webb et al., 1998; Webb et al., 1997; 
Webb and Downs, 1997; Webb et al., 1996). Ces travaux ont menés à la découverte d’une 
structure secondaire d’ARN conservée, nommée boîte thi « thi box », impliquée dans cette 
régulation (Miranda-Rios et al., 2001), puis, une étude de génomique comparative a permis 
d’élargir la structure conservée, bien qu’aucun gène permettant cette régulation n’ait encore été 
découvert (Rodionov et al., 2002) (Figure I.8.). 
 
En 2002, il a été démontré que les boîtes thi retrouvées dans les régions 5’ non traduites des 
ARNm thiM et thiC d’E. coli étaient en fait des riborégulateurs TPP. Non seulement elles étaient 
responsables de la régulation de l’expression de ces gènes dépendante de la TPP, mais elles 
étaient aussi en mesure de lier directement la TPP en absence de protéine (Winkler et al., 2002a). 
Pour démontrer cela, les auteurs ont eu recours à la technique de cartographie chimique au 
magnésium (in-line probing) sur des ARN transcrits in vitro, qu’ils ont incubés en absence ou 
présence de TPP. Ils ont pu observer, par migration sur gel d’acrylamide dénaturant, des 
changements de conformation dans ces ARN. 
 
Avec près de 2500 séquences identifiées, le riborégulateur TPP est présentement le plus 
abondant parmi les riborégulateurs connus (Breaker, 2012). Il est également le seul retrouvé 





Figure I.8. : Thiamine, TPP et structure conservée de la boîte thi (Adapté de Sudarsan et al., 
2003a). A) Structures chimiques de la thiamine et de la TPP. B) Structure conservée de la boîte 
thi. Var. : région variable. R : purine. D : tout sauf C. Nucléotides en rouge : > 90% conservés. 
Cercles : nucléotides qui varient. 
 
B.3.4.3. La structure secondaire et tertiaire de l’aptamère TPP 
 
Comme pour tous les riborégulateurs, l’aptamère du riborégulateur TPP doit être en mesure de 
reconnaître son ligand de façon spécifique. Afin de comprendre cet aspect, trois équipes ont 
cristallisé le riborégulateur TPP avec son ligand à quelques mois d’intervalle. La première 
équipe a cristallisé le riborégulateur thiC d’Arabidopsis thaliana (Thore et al., 2006), la seconde 
a cristallisé le riborégulateur thiM d’E. coli (Serganov et al., 2006), alors que la troisième a elle 
aussi cristallisé le riborégulateur thiM d’E. coli, mais en présence d’analogues de la TPP cette 
fois, afin de mieux comprendre comment le riborégulateur différencie la TPP d’autres molécules 
similaires (Edwards and Ferre-D'Amare, 2006). Suite à la publication de ces trois articles, une 
mini-revue a été publiée afin de mettre en perspective ces résultats (Miranda-Rios, 2007). 
 
La structure tridimensionnelle du riborégulateur TPP (Figure I.9.A. et B.) ressemble à un 
diapason où la tige de base est formée par la tige P1 et les deux branches sont formées de deux 
hélices empilées parallèles nommées ici P2-3 (P2, jonction 3-2, P3 et boucle 3) et P4-5 (P4, 
jonction 4-5, P5 et boucle 5).  
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Ces deux hélices sont impliquées dans la liaison de la TPP ; l’hélice P2-3 reconnaît le 
groupement pyrimidine, alors que l’hélice P4-P5 reconnaît la portion pyrophosphate. Le 
groupement pyrimidine est reconnu par la jonction 3-2 située dans l’hélice P2-3, plus 
précisément par la séquence conservée UGAGA. Dans cette séquence, les nucléotides U39 et 
A43 forment une paire de base Watson-Crick, ce qui fait en sorte que les nucléotides G40, A41 
et G42 sont exposés. L’anneau pyrimidine est tenu en place grâce à un empilement entre les 
nucléotides A41 et G42, ainsi que la formation de deux liens hydrogène avec le nucléotide G40 
et un autre avec le nucléotide G19. Pour sa part, la portion pyrophosphate est reconnue par la 
jonction 4-5 de l’hélice P4-5. Afin de permettre l’interaction entre les groupements phosphates 
chargés négativement et la molécule polyanionique d’ARN, deux cations divalents, Mg2+, sont 
présents (MA et MB). MA interagit avec les résidus G60 et G78, ce dernier est aussi le seul résidu 
à interagir avec le groupement pyrophosphate, ainsi qu’avec les résidus U59, A61 et C77, via 
des molécules d’eau. L’autre ion magnésium, MB, interagit avec les nucléotides A75, G76 et 
C77 à travers des molécules d’eau (Figure I.9.C.). 
 
Deux interactions tertiaires dans le riborégulateur TPP sont essentielles afin de rapprocher les 
deux hélices, ce qui permet de positionner les domaines reconnaissant l’anneau pyrimidine et la 
portion pyrophosphate. Premièrement, les résidus A69, A70 et U71 situés dans la boucle L5 
interagissent avec les résidus G21, C38 et U39 à la base de la tige P3 (Figure I.9.D.). 
Deuxièmement, la formation d’un entortillement (kink) au niveau du résidu A53, dans la 
jonction J2-4, permet l’alignement parallèle des deux hélices. Le nucléotide très conservé A84 
joue un rôle crucial dans la formation de ce kink. Celui-ci est provoqué par la formation d’une 
paire de tétrades empilées, où les paires de bases non canoniques A56•G83 et A53•A84 sont 
alignées de deux paires de bases G-C consécutives, dans le sillon mineur de la tige P2. Le kink 
est stabilisé par un arrangement particulier de la jonction à 3 voies, où le résidu A84 forme des 






Figure I.9. : La structure tridimensionnelle du riborégulateur thiM d’E. coli en complexe 
avec la TPP (Adapté de Miranda-Rios, 2007; Serganov et al., 2006). A) Structure secondaire 
du riborégulateur selon la structure cristalline montrée en B). C) Reconnaissance de la portion 
pyrimidine par l’hélice P2-3 et de la portion pyrophosphate par l’hélice P4-5 via les ions 
magnésium MA et MB. D) et E) Interactions tertiaires importantes dans le riborégulateur TPP. 
D) Interaction hélice-boucle entre P3 et L5. E) Kink dans la jonction 2-4. 
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B.3.4. La biosynthèse et les riborégulateurs TPP d’E. coli 
 
Chez les procaryotes, 13 gènes sont impliqués dans la biosynthèse de la TPP (Figure I.10.). Un 
d’entre eux est requis pour la biosynthèse du groupement pyrimidine (thiC), 7 sont impliqués 
dans la formation du groupement thiazole (thiF, thiS, thiG, thiH, thiI, dxs et iscS), un est requis 
pour le couplage des deux groupements (thiE) et 3 encodent des kinases impliquées dans le 
sauvetage de la thiamine (thiM, thiD, et thiK) et un encode la kinase responsable de la formation 
de TPP à partir de thiamine phosphate (thiL). Chez E. coli, trois riborégulateurs TPP, thiC, thiM 
et thiB, sont respectivement responsables de la régulation de gènes impliqués la voie de 
biosynthèse de novo, dans la voie de sauvetage et dans l’importation de TPP (Begley et al., 





Figure I.10. : Biosynthèse de le TPP chez E. coli (Adapté de Rodionov et al., 2002). La voie 
de biosynthèse de novo comprend la synthèse des groupements pyrimidine et thiazole, la 
synthèse de TPP par la liaison des deux groupements pour former la thiamine phosphate et la 
phosphorylation de celle-ci. Cette voie est majoritairement régulée par l’opéron thiCEFSGH 
(rouge). La voie de sauvetage, majoritairement régulée par l’opéron thiMD (vert) comprend les 
réactions encadrées d’un pointillé afin de synthétiser de la TPP à partir de produits de 
dégradation de la thiamine présents dans la cellule ou importés à partir de l’extérieur. L’opéron 




B.3.5.1. Le riborégulateur thiC et la biosynthèse de novo 
 
Le riborégulateur thiC est retrouvé en amont de l’opéron thiCEFSGH, il encode des protéines 
impliquées dans la voie de biosynthèse de novo de la TPP (Figure I.10.). ThiC est impliquée 
dans la synthèse du groupement pyrimidine à partir d’un intermédiaire de la voie de biosynthèse 
des purines. ThiF, ThiS, ThiG et ThiH sont dans la voie de synthèse du groupement thiazole à 
partir de deux molécules issues de la glycolyse (pyruvate et D-glycéraldéhyde 3-phosphate), et 
de L-cystéine, dont le groupement sulfure est transféré à ThiS, donnant une protéine ThiS-SH, 
qui sera la source de sulfure du groupement thiazole. ThiE couple les deux groupements afin de 
produire la thiamine phosphate qui sera finalement phosphorylée en TPP par la kinase ThiL. 
Dans cette voie, seule l’expression des protéines Dxs, IscS et ThiI n’est pas régulée par des 
riborégulateurs TPP, ce qui est logique étant donné qu’elles sont impliquées dans d’autres voies 
biosynthétiques (Hill et al., 1996; Lauhon and Kambampati, 2000; Sprenger et al., 1997). 
 
B.3.5.2. Le riborégulateur thiM et la voie de sauvetage 
 
Le riborégulateur thiM, situé devant l’opéron thiMD, est sans contredit le riborégulateur TPP 
modèle chez les procaryotes. En effet, de nombreuses études sur sa structure et sur son 
mécanisme de régulation ont été réalisées (Edwards and Ferre-D'Amare, 2006; Lang et al., 2007; 
Noeske et al., 2006; Ontiveros-Palacios et al., 2008; Rentmeister et al., 2007; Serganov et al., 
2006; Winkler et al., 2002a). Ce riborégulateur contrôle l’expression de l’opéron thiMD, qui 
encode deux kinases impliquées dans la voie de sauvetage de la TPP (Figure I.10.), afin de la 
synthétiser à partir de HMP ou de HET, deux intermédiaires de dégradation de la TPP que la 
bactérie peut importer à partir du milieu de culture (Bellion and Lash, 1983; Yamasaki et al., 
1973). Une autre kinase, ThiK, est également impliquée dans la voie de sauvetage de la TPP, 
cette fois à partir de thiamine. ThiK est responsable de la phosphorylation de la thiamine en 





B.3.5.3. Le riborégulateur thiB et le transport 
 
Pour sa part, le riborégulateur thiB est responsable de la régulation de l’opéron thiBPQ, qui 
encode un ABC transporteur responsable de l’importation de thiamine, thiamine phosphate et 
thiamine pyrophosphate (Webb et al., 1998) (Figure I.10.). Les ABC transporteurs sont 
responsables du transport d’une grande variété d’ions et de petits métabolites dans la cellule. Ils 
sont composés d’une protéine périplasmique de liaison (ThiB), d’une perméase 
transmembranaire (ThiP) et d’une ATPase cytosolique (ThiQ). Bien que ce riborégulateur ait 
été prédit pas des alignements de séquences (Rodionov et al., 2002), il n’a toujours pas été 
étudié. 
 
B.3.5.3.1. SroA et les aptamères de riborégulateurs libres dans la cellule 
 
En 2003, une étude de transcriptomique visant à identifier des pARNr a été réalisée. Les auteurs 
ont fait une extraction d’ARN au TRIzol à partir d’une culture d’E. coli à différentes phases de 
croissance en milieu LB, à 37°C. Par la suite, ils ont fait migrer ces ARN sur gel de 
polyacrylamide dénaturant, afin de pouvoir récupérer les ARN de 50 à 500 nucléotides. Ils ont 
ensuite créé une banque d’ADN complémentaire (ADNc) qu’ils ont fait séquencer. Cette 
analyse a révélé l’existence de plusieurs petits fragments d’ARN inconnus jusqu’à ce moment, 
dont un petit ARN de 93 nucléotides correspondant à l’aptamère du riborégulateur thiB, que les 
auteurs ont nommé SroA (Small RNomics RNA A). Ils ont également démontré par buvardage 
de type Northern que SroA s’accumule en phase exponentielle de croissance, mais n’ont 
identifié aucun mécanisme permettant sa génération ni aucune fonction pour ce petit ARN 






Figure I.11. : Contexte génomique et patron d’expression de SroA (Vogel et al., 2003). SroA 
se situe entre les gènes thiB et yabN (sgrR) chez E. coli. SroA est exprimé fortement en phase 
exponentielle de croissance autant en milieu riche (LB) qu’en milieu minimal (M9). Son 
expression diminue fortement en phase stationnaire. 
 
D’autres aptamères de riborégulateurs libres ont été identifiés par le passé, ceux-ci pouvant être 
produits par un arrêt prématuré de la transcription (Rho-indépendant ou Rho-dépendant) ou bien 
par un clivage nucléolytique par une RNase ou un ribozyme (Bastet et al., 2011; Winkler et al., 
2004). Le rôle de ces aptamères peut être de différentes natures (Bastet et al., 2011). Parfois, 
l’aptamère ainsi généré est rapidement dégradé afin de permettre le recyclage du métabolite 
lorsque celui-ci est lié de façon stable, comme c’est le cas pour l’aptamère libre du 
riborégulateur SAM yitJ chez B. subtilis qui est généré par un arrêt de transcription avant d’être 
rapidement dégradé par la RNase Y, la RNase J1, la PNPase et la RNase R (Shahbabian et al., 
2009). Dans d’autres cas, ces aptamères libres pourraient être utiles pour la bactérie. Par 
exemple, ils peuvent permettre de titrer le métabolite afin de diminuer sa concentration cellulaire 
libre et de maintenir l’homéostasie, (Kawano et al., 2005).  
 
Un autre rôle pour les aptamères libres dans la cellule a récemment été découvert. Suite à la 
régulation en cis par le riborégulateur, l’aptamère généré peut agir en trans comme un pARNr, 
un mécanisme récemment identifié chez Listeria monocytogenes (Loh et al., 2009). Suite à 
l’atténuation de la transcription de deux riborégulateurs SAM-I, SreA et SreB, deux petits 
fragments d’ARN sont libérés. Ceux-ci régulent, en trans, l’expression de l’ARNm prfA, 
menant à une diminution du niveau de la protéine PrfA, un régulateur de la virulence. À ce jour, 




C. Objectifs de maîtrise 
 
Considérant que le riborégulateur TPP est le riborégulateur le plus répandu et que le 
riborégulateur thiB d’E. coli, un organisme modèle en génétique microbienne n’a jamais été 
étudié; 
Considérant que SroA, un fragment correspondant à l’aptamère du riborégulateur thiB a été 
identifié, mais qu’on ne connaît pas le mécanisme par lequel il est généré; 
Considérant que le rôle de SroA est toujours inconnu; 
 
L’objectif général de mon projet de maîtrise était de déterminer l’implication du riborégulateur 
thiB dans la régulation de l’expression génétique d’E. coli. 
 
Pour y arriver, je m’étais fixé deux objectifs spécifiques  qui seront discutés dans les deux 
chapitres suivants : 
1. Déterminer le mode d’action en cis du riborégulateur thiB 
2. Vérifier si SroA régule l’expression génétique en trans 
 
Afin d’atteindre le deuxième objectif, deux approches différentes ont été utilisées : 
1. Surexpression de SroA et détection des ARNm affectés par puce d’ADN. 
2. Purification d’affinité de SroA et séquençage des ARN copurifiés. 
 
Pour chacune des deux approches, j’ai ensuite débuté la caractérisation de certaines cibles dans 




 CHAPITRE 1 





Le riborégulateur thiB d’E. coli n’a jamais été étudié auparavant. Lors d’une étude de génomique 
comparative en 2002, les auteurs ont prédit grâce à des alignements de séquences qu’il régulerait 
la traduction en séquestrant la séquence SD, ce qui empêcherait la liaison du ribosome 
(Rodionov et al., 2002) (Figure 1.1.). 
 
 
Figure 1.1. : Structure prédite du riborégulateur thiB (selon Rodionov et al., 2002). En 
absence de TPP, il y a expression de l’opéron thiBPQ, puisque la formation d’une tige anti-
séquestratrice rend la séquence SD (bleu) et le codon de départ GUG (vert) accessibles. En 
présence de TPP, il y a répression de l’expression. La formation de la P1 suite à la liaison du 
ligand empêche la formation de la tige anti-séquestratrice. La tige séquestratrice se forme et 
empêche la liaison du ribosome à la séquence SD et au premier nucléotide du codon de départ. 
La ligne rouge représente les appariements retrouvés dans la structure alternative. 
 
Afin de confirmer l’existence d’un riborégulateur, il faut démontrer qu’il est en mesure de lier 
son ligand en absence de protéines et qu’il permet la régulation de l’expression génétique 
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(Regulski and Breaker, 2008). Le premier objectif était donc de démontrer que le riborégulateur 
thiB permet la régulation de l’opéron thiBPQ et de vérifier s’il agit au niveau de l’initiation de 
la traduction, comme prédit.  
 
1.2. MATÉRIEL ET MÉTHODES 
 
1.2.1. Souches, plasmides et oligonucléotides  
 
Tableau 1.1. : Souches utilisées. 
Souches Description Référence 
EM1055 MG1655 ΔlacZ X174 (Masse and Gottesman, 2002) 
EM1377 EM1055 rne131 zce-726::Tn10 (Masse et al., 2003) 
KP1173 
EM1377 [rne131zce-726::Tn10] + Hfq-3xFLAG + 
P1GD520[araB::kan] Karine Prévost 
MSR18 EM1055 ΔaraB, ΔSroA-thiBPQ Cette étude 
PM1205  lacl′::PBAD-cat-sacB-lacZ, mini λ tetR (Mandin and Gottesman, 2009) 
- PM1205 lacI′::PthiB-LacZ Cette étude 
TrD PM1205 lacI′::PthiB-ThiB-LacZ Cette étude 
TrX PM1205 lacI′::PthiB-thiB-lacZ Cette étude 
TrD WT PM1205 lacI′::PBAD-ThiB-LacZ Cette étude 
TrD G35C PM1205 lacI′::PBAD-ThiB-G35C-LacZ Cette étude 
TrD SD PM1205 lacI′::PBAD-ThiB-G121C-LacZ Cette étude 
TrD GAG PM1205 lacI′::PBAD-ThiB-U130A-LacZ Cette étude 
TrX WT PM1205 lacI′::PBAD-thiB-lacZ Cette étude 
TrX G35C PM1205 lacI′::PBAD-thiB-G35C-lacZ Cette étude 
TrX SD PM1205 lacI′::PBAD-thiB-G121C-lacZ Cette étude 
TrX GAG PM1205 lacI′::PBAD-thiB-U130A-lacZ Cette étude 
yodA TrD 34 PM1205 lacI′::PyodA-YodA34-LacZ Cette étude 
yodA TrX 34 PM1205 lacI′::PyodA-yodA34-lacZ Cette étude 
yodA TrD 80 PM1205 lacI′::PyodA-YodA80-LacZ Cette étude 
fliY TrD 30 PM1205 lacI′::PfliY-FliY30-LacZ Cette étude 
fliY TrD 100 PM1205 lacI′::PfliY-FliY100-LacZ Cette étude 
fliY TrX 100 PM1205 lacI′::PfliY-fliY100-lacZ Cette étude 
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Tableau 1.2. : Plasmides utilisés 
Plasmides Description Référence 
pNM12 dérivé de pBAD24 (Majdalani et al., 1998) 
pBAD-SroA pNM12 + SroA Cette étude 
pBAD-MS2-SroA pNM12 + MS2-SroA Cette étude 
 
Tableau 1.3. : Oligonucléotides utilisés 
PLASMIDE
S 
Utilisation Séquence 5'-3' 
EM1434 pBAD-SroA S CCATGTTCTCAACGGGGTGCCAC 
EM1435 pBAD-SroA AS CCGGAATTCGGAATCGTAGGTATAAACAGTCAG 
MSR53 pBAD-MS2-SroA S GACTGAGAATTCGTTCTCAACGGGGTGCCAC 
MSR54 pBAD-MS2-SroA AS ATGTATGGCATGCGGAATCGTAGGTATAAACAGTCAG 
FUSIONS 
LACZ 
Utilisation Séquence 5'-3' 
EM991 Fusions lacZ TrX 3 étapes1 ACCTGACGCTTTTTATCGCAAC 
EM993 Fusions lacZ TrX 3 étapes1 
GATCCGGCATTTTAACTTTCTTTATCACACAGGAAACA
GCTATGG 
EM994 Fusions lacZ TrX 3 étapes1 TAACGCCAGGGTTTTCCCAG 
MSR 8 Fusion lacZ thiB PthiB S 
CGGGTAGCAAAACAGATCGAAGAAGGGGTTGAATCGCA
GGCCAGGGGCAACGCAGTATGC 




MSR 6 Fusion lacZ thiB TrD 11 AS 
TAACGCCAGGGTTTTCCCAGTCACGACGTTGTAAAACG
ACGCACAGCAACAGCAGGGG 




MSR 5 Fusion lacZ thiB PBAD S 
ACCTGACGCTTTTTATCGCAACTCTCTACTGTTTCTCC
ATGTTCTCAACGGGGTGCCAC 
MSR90 Mutant thiB G35C PCR2 S GCGTACGCGTGCGCTCAGAAAATACCCGTCG 
MSR91 Mutant thiB G35C PCR1 AS CGACGGGTATTTTCTGAGCGCACGCGTACGC 
MSR59 Mutant thiB G120C PCR1 AS CATTTTTTTAACACTTTGCACGTCAAAAAAGAGTGGC 
MSR60 Mutant thiB G121C PCR2 S GCCACTCTTTTTTGACGTGCAAAGTGTTAAAAAAATG 
MSR61 Mutant thiB U130A PCR1 AS CAGACATTTTTTTAACTCTTTGCACCTCAAAAAAG 
MSR62 Mutant thiB U130A PCR2 S CTTTTTTGAGGTGCAAAGAGTTAAAAAAATGTCTG 
MSR97 Fusion lacZ yodA PyodA S 
CGGGTAGCAAAACAGATCGAAGAAGGGGTTGAATCGCA
GGCCTTCATATTGCCGACAAAGTAC 





MSR102 Fusion lacZ yodA TrX 34 AS 
GTGTGATAAAGAAAGTTAAAATGCCGGATCTGTTAAGG
GTTTGCCGTGTGAG 
MSR133 Fusion lacZ yodA TrX 80 AS 
GTGTGATAAAGAAAGTTAAAATGCCGGATCCTTCTGAA
AGACGGGGTCAAG 
72 MSR Fusion lacZ fliY PfliY S 
CGGGTAGCAAAACAGATCGAAGAAGGGGTTGAATCGCA
GGCCGCCAAACCTGTACCAGAC 
223 MSR Fusion lacZ fliY TrD 30 AS 
TAACGCCAGGGTTTTCCCAGTCACGACGTTGTAAAACG
ACATCTGCAAAACTTTTAACGCTC 
73 MSR Fusion lacZ fliY TrD 100 AS 
TAACGCCAGGGTTTTCCCAGTCACGACGTTGTAAAACG
ACACGTTTAGAGTCCAGCGAC 
74 MSR Fusion lacZ fliY TrX 100 AS 
GTGTGATAAAGAAAGTTAAAATGCCGGATCACGTTTAG
AGTCCAGCGAC 
SONDES Utilisation Séquence 5'-3' 
MSR1 Sonde SroA S GTTCTCAACGGGGTGCCAC 
MSR2 Sonde SroA AS 
TGTAATACGACTCACTATAGGAGCCTCAAATCCCTTCG
C 
MSR63 Sonde ykgM S CCATCCTGAGTATCGTACTG 
MSR64 Sonde ykgM AS 
TGTAATACGACTCACTATAGCGCCAAAACGTTGGGTGA
ATCG 
MSR65 Sonde yodA S GTACAAAACCGAACGCTCAG 
MSR66 Sonde yodA AS 
TGTAATACGACTCACTATAGCGGGAATTCAACAATGCC
GTCC 
MSR71 Sonde cusC S CTTCTGCCATTTTGTGTGGC 
MSR72 Sonde cusC AS 
TGTAATACGACTCACTATAGCGCATCGGTCAGACGATA
TTGC 
MSR75 Sonde flgE S GGGTAAAAGTTGCCGGTATC 
MSR76 Sonde flgE AS 
TGTAATACGACTCACTATAGCGGGGATCGAAATATTGG
TCGG 
MSR79 Sonde fliC S GGCGCAAATGATAACCAGAC 
MSR80 Sonde fliC AS 
TGTAATACGACTCACTATAGCGCACCGGTGATTTTCGC
ATAG 
39MSR Sonde gltB S atgACACGCAAACCCCGTC 
40MSR Sonde gltB AS 
TGTAATACGACTCACTATAGCGAGTGCGTGTATTGCAG
TACG 
45MSR Sonde nagK S CGGGTTTGATATTGGTGGAAC 
46MSR Sonde nagK AS 
TGTAATACGACTCACTATAGCGCTGTTTCCGGCATTCC
CGG 
47MSR Sonde fliY S GCACATCTGGGACGTCAG 
48MSR Sonde fliY AS 
TGTAATACGACTCACTATAGCGCACTTCAAAACCGGTT
AATTTG 
51MSR Sonde smg S GTTCGACGTACTAATGTATTTG 
52MSR Sonde smg AS 
TGTAATACGACTCACTATAGCGGAGGATCCGAGGCCAG
TTG 
  Sonde 16S S CTCCTACGGGAGGCAGCAGT 
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  Sonde 16S AS 
TAATACGACTCACTATAGGGAGACGCTTTACGCCCAGT
AATTCC 
  Sonde thiM S GATTTATCATCGCAACCAAAC 
  Sonde thiM AS 
GTAATACGACTCACTATAGCTGCCATAACGTGAAGAAG
C 
  Sonde rho S ATGAATCTTACCGAATTAAAG 
  Sonde rho AS 
TAATACGACTCACTATAGGGGAACGGAGGAAACCAAAT
CCATC 
IN VITRO Utilisation Séquence 5'-3' 
EM1516 Transcription in vitro thiB S 
TGTAATACGACTCACTATAGGGTTCTCAACGGGGTGCC
ACG 
MSR14 Transcription in vitro thiB AS AAGGAGCCTCAAATCCCTTC 
EM1517 
Transcription in vitro thiB-
p/f AS 
CAGCAACAGCAGGGGCAGAC 
415 MSR Mut3 SroA AS 
AAGGAGCCTCAAATCCCTTGTCCGGCGTTATCCGGCAG
AGGTTCGACGGGTAT 
423 MSR Mut5 SroA PCR1 S 
TGTAATACGACTCACTATAGGGTTCTCAAAGGGGTGCC
ACGCGTACGCG 
424 MSR Mut5 SroA PCR1 AS ATCCGGATCAGGTTCCTAGGGTATTTTCTCAGC 
425 MSR Mut5 SroA PCR2 S GCTGAGAAAATACCCTAGGAACCTGATCCGGAT 
413 MSR Mut3 fliY PCR1 AS CACCCATCAATGCCTCTAGTCCCAGATGTGCTA 
414 MSR Mut3 fliY PCR2 S TAGCACATCTGGGACTAGAGGCATTGATGGGTG 
421 MSR Mut5 fliY PCR1 AS ACGGCCATCACACCCCAGAATGCCTGACGTCCC 
422 MSR Mut5 fliY PCR2 S GGGACGTCAGGCATTCTGGGGTGTGATGGCCGT 


























SAM-1 021 Single Round SroA PCR 2 S ATTGATTTATATTACGAAGAATATTCGG 
MSR43 Single Round SroA PCR 2 AS 
CAGCAACAGCAGGGGCAGACATTTTTTTAACACTTTGC
ACCTCAAAAAAGAGTGGCAAAGGACTTGAGAAGGAG 




1.2.2. Transcription des ARN 
 
La transcription des ARN a été réalisée à partir d’une matrice d’ADN double brin (ADNdb), en 
utilisant la polymérase d’ARN du phage T7 (Milligan et al., 1987). La matrice d’ADNdb a été 
obtenue à partir d’une PCR, un promoteur T7 en amont de la séquence à transcrire. L’ARN 
transcrit par l’ARN polymérase du phage T7 débute par GCG afin d’assurer à la fois une grande 
quantité de transcrits et une grande homogénéité au niveau du 5’ de l’ARN transcrit (Pleiss et 
al., 1998). Brièvement, la matrice d’ADN a été incubée à 37°C pendant 3 heures en présence de 
tampon de transcription 1X (40 mM Tris-HCl (pH 8,0), 0,01% Triton X-100 (V/V), 20 mM 
MgCl2 et 2 mM spermidine), 5 mM rNTP, 10mM DTT et de la polymérase d’ARN du phage 
T7.  
 
1.2.3. Précipitation et purification des ARN 
 
Suite à la transcription, les ARN ont été précipités avec 75% d’éthanol, 67 mM d’acétate 
d’ammonium et 15 µg/ml de glycogène à -80°C pendant 30 min. Les ARN précipités ont été 
centrifugés à 4°C pendant 20 minutes, à 13 000 rpm. Les surnageants ont été enlevés, les culots 
ont été lavés avec de l’éthanol 75% froid (-20°C) et centrifugés à 4°C pendant 5 minutes, à 
13 000 rpm. Les culots ont ensuite été séchés et resuspendus dans de l’eau. Un volume de 
formamide 100% a ensuite été ajouté et les ARN ont été purifiés par une électrophorèse sur gel 
de polyacrylamide en conditions dénaturantes (acrylamide:bisacrylamide 19:1, TBE 1X et 8 M 
urée), élués pendant 16 heures dans de l’eau à 4°C et récupérés à l’aide d’une précipitation telle 
que décrite précédemment. 
 
1.2.4. Déphosphorylation et marquage radioactif en 5’ des ARN 
 
Afin d’effectuer le marquage radioactif en 5’ des ARN, on doit d’abord les déphosphoryler. La 
déphosphorylation a été réalisée en utilisant la phosphatase alcaline de la crevette (SAP) en 
incubant 50 pmoles d’ARN pendant 1 heure à 37°C en présence de tampon SAP 1X (50 mM 
Tris-HCl (pH 8,5) et 5mM MgCl2. L’enzyme a ensuite été désactivée par dénaturation thermique 
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à 65°C pendant 15 minutes. Le marquage radioactif en 5’ a été effectué avec la polynucléotide 
kinase du bactériophage T4 (T4 PNK) en incubant 5 pmoles d’ARN déphosphorylé pendant 1 
heure à 37°C en présence de tampon PNK 1X (70 mM Tris-HCl (pH 7,6), 10 mM MgCl2, 5 mM 
DTT) et 10 mCi [γ-32P]-ATP. L’ARN radiomarqué a ensuite été purifié par une électrophorèse 
sur gel de polyacrylamide en conditions dénaturantes (acrylamide:bisacrylamide 19:1, TBE 1X 
et 8 M urée), élués pendant 16 heures dans de l’eau à 4°C et récupérés à l’aide d’une 
précipitation telle que décrite précédemment. Chaque marquage a ensuite été resuspendu dans 
un volume de 10µl. 
 
1.2.5. Cartographie chimique au magnésium (in-line probing) 
 
Les essais de cartographie chimique au magnésium (in-line probing) ont été réalisées tel que 
décrit précédemment (Winkler et al., 2002a). Brièvement, les ARN radiomarqués en 5’ ont été 
mis en présence de 50 mM Tris-HCl (pH 8,5), 100 mM KCl et en absence ou en présence de 
ligand (TPP ou autre molécule). Le mélange a été chauffé à 65°C dans un bain sec et refroidi 
lentement (environ 1h30) jusqu’à la température ambiante afin de permettre un repliement 
adéquat de l’ARN. Ensuite,  le réactif (20 mM MgCl2) a été ajouté et le mélange réactionnel a 
été incubé à température ambiante pendant 48 à 72 heures. Les réactions ont été arrêtées par 
l’ajout d’un volume de formamide 100%. Les produits de réaction ont ensuite été séparés lors 
d’une électrophorèse sur gel de polyacrylamide en conditions dénaturantes 
(acrylamide:bisacrylamide 19:1, TBE 1X et 8 M urée) et révélés par autoradiographie. 
 
1.2.6. Fusions lacZ 
 
Les fusions lacZ transcriptionnelles et traductionnelles ont été construites tel que décrit 
précédemment (Caron et al., 2012). Brièvement, une culture bactérienne de la souche AM028 
(PM1205) en LB a été cultivée à 30°C jusqu’à une DO600 de 0,4 à 0,6 et a été soumise à un choc 
thermique (15 minutes à 42°C suivi de 10 minutes dans un bain de glace) afin d’activer le 
système de recombinaison λred. Les bactéries ont ensuite été centrifugées et le culot a été lavé 
avec de l’eau à 4 reprises avant d’être resuspendu dans de l’eau. Elles ont ensuite été 
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électroporées à 2,5KV, 25µF et 200Ω en présence de 300ng d’un produit de PCR purifié. Les 
fusions traductionnelles ont été réalisées en une seule étape à partir de l’ADN génomique, alors 
qu’une stratégie en 3 étapes a été utilisée pour construire les fusions traductionnelles (Caron et 
al., 2012). Les amorces utilisées pour chacune des constructions sont présentées au Tableau 1.3. 
Les fusions ainsi obtenues ont été séquencées afin d’assurer l’intégrité de la séquence d’ADN 
insérée. 
 
1.2.7. Essais β-galactosidase 
 
Les essais β-galactosidase ont été réalisés tel que décrit précédemment (Caron et al., 2012; 
Prevost et al., 2007). Une pré-culture (16-24h) bactérienne cultivée à 37°C en milieu minimal 
M63 (0,2% glycérol) a été utilisée afin d’inoculer un milieu frais à une DO600 de 0,030 (dilution 
d’environ 1 : 50). La culture a été incubée à 37°C jusqu’à une DO600 de 0,1. À ce moment, 0,1% 
d’arabinose a été ajouté afin d’induire l’expression des constructions lacZ possédant un 
promoteur inductible à l’arabinose et 1mM de TPP a été ajouté lorsqu’indiqué. L’activité β-
galactosidase spécifique a été calculée tel que décrit précédemment (Prevost et al., 2011). Les 
résultats présentés représentent l’activité β-galactosidase spécifique à une DO600 de 0,3 pour 
chacune des souches et ont été obtenus minimalement à partir d’un triplicata. 
 
1.2.8. Extractions d’ARN et buvardages de type Northern 
 
Les extractions d’ARN ont été réalisées à partir d’une pré-culture (16-24h) bactérienne cultivée 
à 37°C. La pré-culture a été diluée dans un milieu de culture frais et incubée à 37°C. Lorsque la 
culture a atteint une DO600 de 0,5, des prélèvements ont été réalisés selon les différentes 
conditions décrites et l’ARN total a été extrait selon la méthode du phénol chaud (Aiba et al., 
1981). Après l’extraction de l’ARN, 5µg d’ARN total a été chargé sur un gel de polyacrylamide 
en conditions dénaturantes (acrylamide:bisacrylamide 29:1, TBE 1X et 8 M urée). Après 
migration, l’ARN a été transféré sur membrane de nylon chargée positivement (Hybond-XL, 
par Amersham) et soumis à une réticulation aux rayons UV (1200 J). Par la suite, la membrane 
a été pré-hybridée pendant au moins 4 heures à 60°C avec une solution de pré-hybridation (50% 
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formamide, 5X SSC, 5X réactif de Denhardt, 1% SDS et 100 µg/ml ADN de sperme de 
saumon). La membrane a ensuite été hybridée pendant 16h à 60°C avec la sonde radioactive 
ajoutée directement à la solution de pré-hybridation. La membrane a ensuite été lavée 3 fois 
avec 1X SSC et 0,1% SDS et une fois avec 0,1% SSC et 0,1% SDS et a ensuite été exposée à 
un écran radio luminescent à mémoire avant d’être analysé avec un système d’imagerie 
moléculaire (Molecular Imager FX System, par Bio-Rad). La quantification a été réalisée avec 
le logiciel Quantity One (Bio-Rad). 
 
1.2.9. Transcription des sondes radiomarquées 
 
Les sondes radiomarquées utilisées pour l’hybridation des membranes lors des buvardages de 
type Northern ont été synthétisées selon la méthode décrite précédemment pour la transcription 
des ARN. Au lieu de 5 mM rNTPs, 500 μM chacun de rATP, rGTP et rCTP, ainsi que 10 μM 
de rUTP et 3 μl [α-32P]-UTP (3000 Ci/mmol). Les sondes transcrites ont été  purifiées par une 
électrophorèse sur gel de polyacrylamide en conditions dénaturantes (acrylamide:bisacrylamide 
19:1, TBE 1X et 8 M urée), la portion du gel contenant la sonde a été découpée et déposée 
directement dans la solution de pré-hybridation. 
 
1.2.10. Transcription in vitro à cycle unique (single-round in vitro transcription) 
 
La matrice d’ADN utilisée a été générée par PCR. Celle-ci contient le promoteur glyQS de 
Bacillus subtilis, une séquence d’initiation de la transcription permettant l’initiation à partir d’un 
dinucléotide CpG ainsi que la transcription de 18 nucléotides en absence de rCTP. Le transcrit 
pleine longueur mesure 180 nucléotides, alors que la portion contenant SroA en mesure 112. 
 
Les essais de transcription in vitro à cycle unique ont été réalisés tel que décrit précédemment 
(Blouin and Lafontaine, 2007). À moins de mention contraire, les réactions ont été effectuées 
de la façon suivante. Une réaction d’initiation de la transcription a été effectuée en incubant 300 
fmoles d’une matrice d’ADN en présence de 150 mM GpC, 2,5 mM rATP, 2,5 mM rGTP, 0,75 
mM rUTP, 2 mCi [α-32P]-UTP, 50 mM Tris-HCl (pH 8,0), 20 mM MgCl2, 0,1 mM EDTA, 1 
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mM DTT, 10 % glycérol (V/V), 0,25 unité d’ARN polymérase d’E. coli ainsi que la 
concentration désirée de TPP. Par la suite, l’élongation de la transcription a été complétée en 
ajoutant à la réaction des rNTP à une concentration finale de 0,65 mM et de 0,45 mg/ml 
d’héparine, cette dernière permettant d’empêcher la ré-initiation de la transcription. Les 
réactions ont été incubées 15 minutes à 37°C avant d’être arrêtées lors de l’ajout d’un volume 
de formamide 100%. Par la suite, les produits de réactions ont été résolus par électrophorèse sur 
gel de polyacrylamide en conditions dénaturantes (8% acrylamide:bisacrylamide 19:1, TBE 1X, 
8 M Urée) et révélés par autoradiographie. 
 
La séquence utilisée afin d’étudier le riborégulateur thiB est la suivante (le promoteur glyQS est 
représenté en lettres minuscules, la séquence d’initiation de la transcription est soulignée, la 
séquence à transcrire est représentée en lettres majuscules et l’extrémité 3’ de SroA est suivie 









1.3.1. L’aptamère thiB lie la TPP in vitro en absence de protéines 
 
La technique de cartographie chimique a été utilisée afin de déterminer si le riborégulateur thiB 
est en mesure de lier la TPP en absence de protéines. Cette technique a permis d’observer des 
changements structuraux dans le riborégulateur thiB lorsqu’incubé en présence de 
concentrations croissantes de TPP (Figure 1.2.A.). Ces changements sont généralement des 
diminutions de clivage (nucléotides protégés), mais il peut aussi y avoir des augmentations de 
clivage (nucléotides rendus plus accessibles). En déterminant le taux de clivage spontané de 
l’ARN à plusieurs positions affectées par la présence de TPP (e. g. G56), par rapport à une 
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position ne semblant pas être affectée (U64), il a été possible de déterminer une constante de 
dissociation (Kd) d’environ 8,24 ± 4,12 nM. (Figure 1.2.B). Lorsque situés sur la structure 
secondaire de l’aptamère thiB (Figure 1.2.C), ces changements structuraux sont principalement 
retrouvés dans des régions reconnues comme étant importante pour la liaison de la TPP (section 
B.3.4.3.). Parmi ces changements structuraux, il y a notamment une protection des nucléotides 
U34 à U42 retrouvés dans la jonction J3-2, impliquée dans la liaison de la portion pyrimidine 
(Serganov et al., 2006). Des protections sont aussi retrouvées au niveau des nucléotides G56 à 
U58 de la jonction 4-5, impliquée dans la reconnaissance de la portion pyrophosphate via deux 
ions magnésium et au niveau des nucléotides A66 et C67 de la boucle L5, impliquée dans une 
interaction boucle-hélice avec la tige P3. Au niveau de la jonction J2-4, il est intéressant de noter 
un réarrangement où le nucléotide U48 est protégé en présence de TPP. Par contre, le nucléotide 
C49 est rendu plus accessible et il est intéressant de noter que ce nucléotide est positionné 
environ au même endroit que le nucléotide A53 du riborégulateur thiM, où se situe le kink qui 
permet l’orientation parallèle des deux hélices (Miranda-Rios, 2007). Les changements 
structuraux sont semblables à ceux obtenus pour les riborégulateurs thiM et thiC, pour lesquels 
les aptamères ont des Kd d’environ 50 nM et 500 nM respectivement (Winkler et al., 2002a). Le 
riborégulateur thiB (importation de TPP) a donc la meilleure affinité (Kd plus faible) que le 
riborégulateur thiM (voie de sauvetage), qui lui a une meilleure affinité que le riborégulateur 
thiC (voie de biosynthèse de novo). Cela pourrait permettre à la bactérie de limiter ses dépenses 
énergétiques en favorisant l’importation de TPP lors d’une carence, la voie sauvetage serait 
activée en second lieu, alors que la voie de biosynthèse de novo serait utilisée en dernier recours. 
Bien sûr, il s’agit de l’affinité des aptamères dans des conditions in vitro, ce qui ne reflète pas 





Figure 1.2. Cartographie chimique de l’aptamère du riborégulateur thiB. A) Cartographie 
chimique de l’aptamère thiB démontrant des changements TPP-dépendants dans le clivage 
spontané de l’ARN. NR : ARN non réagi. OH : Échelle de digestion alcaline. T1 : Digestion 
partielle par la RNase T1 (clive les G). Les ARN ont été incubés environ 48h en absence (ØTPP) 
ou en présence de concentrations croissantes de TPP (10pM à 100µM), dans le tampon de 
cartographie chimique. B) Exemple de graphique ayant servi à la détermination du Kd de 
l’aptamère thiB. Pour chaque position où des changements dans le patron de clivage dépendants 
de la concentration de TPP ont été obtenus, le ratio N/U64 a été calculé (N représente le 
nucléotide variable et U64 le nucléotide dont le clivage est constant) en fonction de la 
concentration de TPP. La Kd de 8,24 ± 4,12 nM a été calculée à partir de tous les graphiques 
ainsi obtenus. C) Nucléotides démontrant une diminution (rouge) ou une augmentation (vert) 
du clivage, situés sur la structure secondaire de l’aptamère thiB. 
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1.3.2. Le riborégulateur thiB n’est pas simplement traductionnel 
 
Afin de vérifier si le riborégulateur thiB est fonctionnel et s’il agit au niveau traductionnel 
comme prédit, le riborégulateur a été fusionné au gène rapporteur lacZ. On utilise le gène lacZ, 
encodant la protéine β-galactosidase comme gène rapporteur. Cette enzyme hydrolyse l’ONPG 
en galactose et en ONP, un composé jaune absorbant la lumière à 420nm. Ce type de fusion 
nous permet donc de suivre l’expression d’un gène d’intérêt dans différents contextes en dosant 
l’ONP et en calculant l’activité β-galactosidase. Trois types de fusions ont été réalisées pour 
débuter, toutes avec le promoteur endogène de l’opéron thiBPQ (Figure 1.3.A). La première 
fusion est une fusion du promoteur endogène directement au gène lacZ. Elle a été réalisée en 
guise de contrôle négatif et démontre que la TPP n’a pas d’effet sur l’activité du promoteur. La 
deuxième fusion est une fusion traductionnelle, le gène lacZ a été fusionné en phase après le 11e 
codon de thiB. L’expression de lacZ est donc sous le contrôle des signaux d’initiation de la 
traduction de thiB. Cette fusion nous indique donc le niveau global d’expression de thiB (ARNm 
et protéine). Comme on pouvait s’attendre pour un riborégulateur traductionnel, cette fusion est 
régulée par l’ajout de TPP, bien que son niveau d’expression soit faible. La troisième fusion est 
une fusion transcriptionnelle, où un codon stop est ajouté après le 11e codon de thiB et où le 
gène lacZ est fusionné avec son propre RBS. La traduction de lacZ n’est donc pas directement 
dépendante de la traduction de thiB, seulement du niveau d’ARNm disponible. Étant donné que 
le riborégulateur était prédit pour être traductionnel, on pouvait s’attendre à ne pas voir de 
régulation de cette fusion. La régulation observée suggère donc qu’il y a un effet de la TPP au 
niveau de l’ARNm.  
 
Pour vérifier si tel est le cas, l’effet de la TPP sur l’ARNm thiBPQ a été testé par buvardage de 
type Northern (Figure 1.3.B et C). On observe que suite à l’ajout de TPP au milieu de culture, 
il y a une diminution rapide du niveau de l’ARNm thiBPQ, ce qui confirme l’effet de la TPP 
sur l’ARNm. Il est également intéressant de noter qu’il y a une augmentation d’environ 2,5 fois 




D’autres fusions ont été réalisées afin de confirmer que la régulation observée par la TPP est bel 
et bien due à l’activité du riborégulateur (Figure 1.3.D). Étant donné le faible niveau 
d’expression de la fusion traductionnelle et de la fusion transcriptionnelle possédant le 
promoteur endogène, des fusions ont été réalisées avec un promoteur inductible à l’arabinose 
(pBAD). Comme attendu, le niveau d’activité β-galactosidase en absence de TPP est plus élevé 
pour les fusions de type sauvage (WT) que lorsque le promoteur endogène était utilisé (comparer 
à la Figure 1.3.A). Le mutant G35C est l’analogue du mutant G40C du riborégulateur thiM, un 
mutant de liaison de la TPP (Ontiveros-Palacios et al., 2008). Tel qu’attendu, son expression est 
élevée et est insensible à l’ajout de TPP puisqu’il est incapable d’adopter la configuration 
inactive et donc de séquestrer le SD. 
 
Des mutations à deux autres endroits ont été réalisées afin d’élucider le mécanisme de régulation 
du riborégulateur thiB. Premièrement, la mutation de la séquence SD (G121C) empêche 
l’expression des deux types de fusions. Le fait que l’expression de la fusion transcriptionnelle 
soit réprimée suggère que l’absence de la liaison du ribosome à la séquence SD de l’ARNm thiB 
crée une diminution du niveau d’ARNm, cohérent avec l’hypothèse que le riborégulateur agit 
au moins au niveau de la traduction. Lorsque le codon de départ est muté (GUG→GAG), la 
fusion traductionnelle est réprimée, tel qu’attendu. Cependant, bien que le niveau d’expression 
de la fusion transcriptionnelle soit diminué par rapport au type sauvage, on observe toujours une 
régulation négative par la TPP. Bien que la traduction de thiB soit impossible dans cette fusion, 
le ribosome peut toujours lier la séquence SD. Étant donné que cette mutation ne devrait pas 
affecter la structure du riborégulateur et que celui-ci devrait répondre de la même façon à la 
TPP, ce résultat laisse croire que non seulement la traduction de thiB stabilise l’ARNm, mais 
que la simple présence d’un ribosome lié à la séquence SD pourrait également participer à cette 
stabilisation. Le mécanisme de régulation traductionnel semble donc permettre la régulation du 
riborégulateur thiB. Cependant, un autre mécanisme semble être impliqué puisque l’on observe 





Figure 1.3. : Impact de la traduction sur la régulation du riborégulateur thiB. A) Essais β-
galactosidase réalisés sur trois différentes fusions lacZ possédant le promoteur naturel du 
riborégulateur thiB. Une fusion du promoteur directement au gène thiB, sans le riborégulateur 
(-), une fusion traductionnelle (TrD) et une fusion transcriptionnelle (TrX). B) Buvardage de 
type Northern. L’ARN a été extrait d’une souche de type sauvage (EM1055) cultivée jusqu’à 
une DO600 de 0,5 en milieu minimal (M63 glucose), immédiatement avant (0-) et après l’ajout 
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de 1 mM TPP au milieu de culture. La sonde utilisée permet de détecter à la fois SroA et 
l’ARNm thiBPQ. C) Graphique représentant l’intensité relative au temps 0- des bandes 
observées en B). Chaque point représente le cumulatif de 4 à 5 expériences. D) Essais β-
galactosidase réalisés sur des fusions TrX et TrD sous le contrôle d’un promoteur inductible à 
l’arabinose. 4 fusions de chaque type ont été réalisées : une fusion du riborégulateur de type 
sauvage (WT), un mutant de liaison de la TPP (G35C), un mutant de la séquence SD (G121C), 
ainsi qu’un mutant du codon de départ (GUG→GAG). 
 
1.3.3. Tentatives de caractérisation du mécanisme de régulation  
 
Tel que décrit dans la section B.3.3., plusieurs mécanismes peuvent être responsables de la 
régulation par un riborégulateur. Étant donné que le riborégulateur thiB ne semble pas avoir un 
effet seulement au niveau traductionnel tel que prédit, plusieurs essais ont été réalisés afin 
d’élucider le mécanisme de régulation en cause. Celui-ci pourrait être un arrêt de transcription 
Rho-indépendant ou Rho-dépendant, un clivage par une RNase, ou même un clivage par un 
ribozyme auto-catalytique. 
 
1.3.3.1. Arrêt de transcription (Rho-indépendant ou Rho-dépendant) 
 
Afin de tester l’hypothèse que le riborégulateur thiB peut être régulé par une atténuation de la 
transcription, deux techniques ont été utilisées. La première est la transcription in vitro à cycle 
unique, permettant d’observer des arrêts de transcription Rho-indépendant et la deuxième est le 
buvardage de type Northern réalisé sur des bactéries traitées à la bicyclomycine, un inhibiteur 
de la protéine Rho permettant d’identifier des terminaisons de la transcription Rho-dépendantes. 
 
La technique de transcription in vitro à cycle unique est utilisée dans le domaine des 
riborégulateurs afin d’étudier la terminaison de transcription intrinsèque (Lemay et al., 2011). 
Dans le cas où le riborégulateur thiB agirait par un mécanisme de terminaison Rho-indépendant, 
on pourrait s’attendre à observer deux bandes sur gel d’acrylamide, l’une correspondant au 
transcrit pleine longueur et l’autre à un fragment plus court, dont la terminaison a été 
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prématurée. Dans un premier temps, nous avons voulu déterminer la concentration optimale de 
rNTPs à utiliser afin de réaliser l’essai (Figure 1.4.A). Pour ce faire, des concentrations allant 
de 1 à 25µM de rNTPs ont été utilisées et des transcriptions in vitro à cycle unique de 15 minutes 
ont été réalisées en absence ou en présence de TPP (10µM). À forte concentration de rNTPs (25 
et 10µM), on observe une transcription très efficace, la bande correspondant à la transcription 
complète (C.) est très forte, contrairement à celle correspondant à la transcription non complète 
(N.C.) qui représente seulement environ 9% des ARN. Cependant, cette proportion augmente 
lorsque l’on diminue la concentration de rNTPs, atteignant environ 40% lorsque l’on en utilise 
1µM. Cela pourrait être causé par un ralentissement de la transcription en présence d’une 
concentration de rNTPs limitante. La présence de TPP ne semble pas augmenter la proportion 
de transcrits non complétés de façon notable (Figure 1.4.A et B). Afin de déterminer si la bande 
correspondant à la transcription non complète était un site de pause de l’ARN polymérase ou un 
arrêt de transcription, un essai de cinétique a été réalisé (Figure 1.4.C). La transcription a été 
réalisée en présence de 1 µM de rNTPs pendant différents temps, s’échelonnant de 1 à 120 
minutes, toujours en absence ou en présence de TPP (10 µM) afin de déterminer si celle-ci a un 
effet sur la transcription. Dans les deux cas, aucune transcription complète n’est observée avant 
10 minutes de transcription. À partir de 10 minutes et jusqu’à 120 minutes, on observe une 
augmentation graduelle du pourcentage de transcription complète (Figure 1.4.D), contrairement 
aux différentes bandes observées correspondant à des transcriptions non complètes dont 
l’intensité diminue après 15 à 30 minutes de transcription. Ce résultat suggère que ces bandes 
correspondent à des sites de pause de l’ARN polymérase, plutôt qu’à des sites de terminaison 
de la transcription. 
 
Afin de vérifier si une terminaison de la transcription Rho-dépendante est à l’origine de la 
régulation du riborégulateur thiB, la biclomycine (BCM), un antibiotique agissant via 
l’inhibition de la protéine Rho (Zwiefka et al., 1993) a été utilisé. Un buvardage de type 
Northern a été réalisé en absence et en présence de 20 µg/ml de BCM (Figure 1.4.E). La 
bicyclomycine ne semble pas affecter de façon significative le niveau d’ARNm thiBPQ et le 
niveau d’ARNm thiMD, régulé par le riborégulateur thiM par un mécanisme traductionnel 
(contrôle négatif). Par contre, le niveau de l’ARNm rho, connu comme étant auto-régulé par un 
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mécanisme de terminaison de la transcription Rho-dépendant (Matsumoto et al., 1986) est 
fortement augmenté en présence de bicyclomycine (contrôle positif). Ce résultat suggère donc 
que l’ARNm thiBPQ n’est pas régulé via un mécanisme de terminaison de la transcription Rho-
dépendant.  
 
Figure 1.4. : Le riborégulateur thiB ne semble pas transcriptionnel. A et B) Transcription 
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in vitro à cycle unique du riborégulateur thiB en présence de différentes concentrations de rNTPs 
afin de déterminer la concentration optimale à utiliser pour les essais. C et D) Transcription in 
vitro à cycle unique du riborégulateur thiB en présence de 1µM de rNTPs. Différents temps 
d’élongation ont été réalisés (1 à 120 minutes). Les transcriptions ont été réalisées en absence 
ou en présence de TPP (10 µM). E) Buvardage de type Northern réalisé en absence (-) ou en 
présence (+) de bibyclomycine (BCM). Une culture d’E. coli MG1655 (EM1055) en milieu 
M63 glucose a été incubée à 37°C jusqu’à une DO600 de 0,3. Un prélèvement a été réalisé à ce 
moment (-), 20 µg/ml de BCM a ensuite été ajouté à la culture et un autre prélèvement a été 
réalisé à une DO600 de 0,5 (+). L’expression des ARN thiBPQ, thiMD et rho a été vérifiée. 
 
1.3.3.2. Dégradation par la RNase E. 
 
Chez E. coli, l’étape limitante de la dégradation des ARNm est principalement contrôlée par des 
clivages endonucléolytiques, ceux-ci étant généralement effectués par la RNase E (Kushner, 
2002). La RNase E est retrouvée dans le dégradosome, un complexe protéique où l’on retrouve 
également une exoribonucléase (PNPase), une hélicase (RhlB) et une énolase (Carpousis, 2007). 
Étant donné qu’un nouveau mécanisme de régulation des riborégulateurs par le dégradosome a 
été récemment découvert au laboratoire (Caron et al., 2012), l’implication de ce dernier dans la 
régulation du riborégulateur thiB a été vérifiée par buvardage de type Northern (Figure 1.5). 
Pour ce faire, la souche rne-131 a été utilisée. Cette souche possède une délétion de la queue C-
terminale de la RNase E, ce qui empêche l’assemblage du complexe du dégradosome, mais 
conserve l’activité endoribonucléolytique de la RNase E (Kido et al., 1996). Lorsque l’on 
compare la dégradation de l’ARNm thiBPQ suite à l’ajout de TPP au milieu de culture, on 
n’observe pas de différence notable entre les souches WT et rne-131 (Figure 1.5.A). Ce résultat 
est semblable à celui obtenu précédemment (Caron et al., 2012) pour l’ARNm thiMD, qui n’est 
pas régulé par le dégradosome (Figure 1.5.B). Cependant, il contraste avec celui obtenu pour le 
riborégulateur lysC (Figure 1.5.C), connu comme étant régulé par le dégradosome. Le 





Figure 1.5. : Effet du dégradosome sur le 
riborégulateur thiB. A) Quantification des 
buvardages de type Northern comparant 
l’expression de l’ARNm thiBPQ suite à l’ajout 
de TPP au milieu de culture de la souche WT et 
de la souche rne-131. B) et C) Quantification 
des buvardages de type Northern comparant 
respectivement l’expression de l’ARNm thiMD 
et de l’ARNm lysC suite à l’ajout de TPP au 
milieu de culture de la souche WT et de la 











Afin de vérifier si le riborégulateur thiB peut agir comme un ribozyme auto-catalytique (section 
B.3.3.5.), celui-ci a été transcrit in vitro et marqué radioactivement en 5’, en prenant soin de 
conserver la plate-forme d’expression, contrairement à l’expérience réalisée pour démontrer la 
liaison de la TPP à l’aptamère. Par la suite l’ARN a été assujetti à une expérience de cartographie 
chimique en présence de concentrations de TPP s’échelonnant de 1 pM à 100 µM (Figure 1.6). 
Un résultat intéressant a ainsi été obtenu. Outre les changements structuraux généraux 
observables, une bande intrigante qui se situe exactement au 93e nucléotide, celui retrouvé en 
3’ de SroA, apparaît au fur et à mesure que la concentration de TPP augmente. De plus, à 100µM 
de TPP, cette bande devient pratiquement le seul endroit où l’ARN est clivé. Il faut cependant 
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noter que le taux de clivage observé est très lent, en comparaison à un ribozyme autocalytique 
tel que glmS, pour lequel le clivage est observable après aussi peu que 15 secondes (Winkler et 
al., 2004). Bien qu’on observe un clivage spécifique, il est toujours impossible de lier celui-ci à 
un clivage par un ribozyme auto-catalytique étant donné le taux de clivage très faible. 
 
 
Figure 1.6. : SroA peut être généré en petite quantité par un clivage site-spécifique en 
absence de protéines. Cartographie chimique du riborégulateur thiB incluant la plateforme 
d’expression (161 nt). NR : ARN non réagi. OH : Échelle de digestion alcaline. T1 : Digestion 
partielle par la RNase T1 (clive les G). Les ARN ont été incubés environ 48h en absence (ØTPP) 
ou en présence de concentrations croissantes de TPP (10pM à 100µM), dans le tampon de 
cartographie chimique. Les concentrations de TPP utilisées sont les mêmes qu’à la figure 1.2. 
Une bande apparaît à 93 nucléotides, la taille de SroA, lorsque de fortes concentrations de TPP 









Tel que démontré précédemment, SroA est exprimé en phase exponentielle de croissance 
(Figure I.11) et son expression est augmentée de 2,5 fois en présence de TPP (Figure 1.3.B). 
Afin de vérifier si SroA régule l’expression génétique en trans, deux approches ont été utilisées.  
 
2.1.1. Approche 1 - Surexpression de SroA et détection des transcrits affectés par puce 
d’ADN. 
 
Cette approche a été utilisée afin de vérifier l’impact de SroA sur l’expression génétique à 
l’échelle transcriptomique. Brièvement, deux cultures de deux souches différentes ont été 
réalisées en milieu minimum (M63) glycérol. La première possédant un plasmide contrôle 
(pNM12) sans surexpression, alors que la deuxième possède un plasmide où SroA a été cloné 
sous le contrôle d’un promoteur inductible à l’arabinose (pBAD-SroA). Lorsque les cultures ont 
atteint une DO600 de 0,5, 0,1% d’arabinose a été ajouté au milieu de culture afin d’induire 
l’expression des plasmides. Après 10 minutes d’induction, l’ARN a été extrait et a été ensuite 
envoyé au laboratoire de Joseph T. Wade, au Wadsworth Center, à New York, qui a fait la 
banque d’ADNc, l’étiquetage des ADNc et l’hybridation sur puce d’ADN. 
 
2.1.2. Approche 2 : Purification d’affinité de SroA et séquençage des ARN copurifiés. 
 
Le plus grand avantage de cette technique est que l’on peut identifier des molécules avec 
lesquelles SroA interagit, contrairement à la précédente où l’on observait l’effet de SroA sur la 
régulation de l’expression des gènes. Afin de réaliser la purification d’affinité, la technique 
MS2-TRAP (MS2-tagged RNA affinity purification) a été utilisée (Yoon et al., 2012), cette 
technique a déjà été utilisée afin de purifier des pARNr en complexe avec des cibles ARNm ou 
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des protéines telles que Hfq (Said et al., 2009). Cette technique utilise la propriété de la protéine 
MS2 (protéine du manteau du bactériophage MS2) de lier une structure tige-boucle d’ARN, 
l’aptamère MS2. La purification d’affinité s’effectue en 3 étapes de base (Figure 2.1).  
 
La première étape consiste à construire le plasmide qui servira à la surexpression, sous le 
contrôle d’un promoteur inductible à l’arabinose et à le transformer dans la souche d’intérêt. Ce 
plasmide exprime un ARN chimère composé de deux aptamères MS2 consécutifs situés 
directement en 5’ de la séquence de SroA. L’aptamère MS2 a été positionné en 5’ pour ne pas 
interférer avec la maturation naturelle du 3’ de SroA. Le plasmide est ensuite transformé dans 
une souche possédant deux modifications importantes. La première est la mutation d’une portion 
de la queue C-terminale de la RNase E, empêchant l’assemblage du dégradosome d’ARN, ayant 
pour but de ralentir la dégradation des ARN. La deuxième modification est l’ajout d’une 
étiquette 3XFLAG sur la protéine Hfq, permettant sa détection par immunobuvardage. Comme 
contrôle, on utilise une souche possédant un plasmide pBAD-SroA. 
 
Lors de la deuxième étape, des cultures bactériennes de chacune des souches sont réalisées. 
Lorsqu’une DO600 de 0,5 est atteinte, l’expression des plasmides est induite avec 0,1% 
d’arabinose pendant 10 minutes, les bactéries sont ensuite transférées dans un tampon natif 
permettant de conserver l’intégrité des complexes RNP et lysées à l’aide d’une presse à piston 
(French press). Par la suite, on passe le lysat sur des colonnes d’affinité. Ces colonnes 
contiennent une résine d’amylose sur laquelle est liée la protéine de fusion MS2-MBP (maltose-
binding protein). La portion MBP lie l’amylose présente sur les billes, alors que la portion MS2 
lie l’aptamère MS2 de l’ARN chimère. Une fois le lysat passé sur la colonne, on procède à des 
lavages qui ont pour but d’éliminer les molécules interagissant de façon non-spécifique avec la 
colonne, sans toutefois déstabiliser les interactions spécifiques. Finalement, on élue avec du 
maltose, qui a une plus grande affinité pour la MBP que l’amylose. 
 
La troisième étape est celle de l’identification des partenaires de purification. On cherche à 
détecter un enrichissement dans la souche possédant le plasmide pBAD-MS2-SroA par rapport 
à celle possédant le plasmide pBAD-SroA. Si l’on veut étudier les ARN interagissant avec SroA, 
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on peut utiliser le buvardage de type Northern ou des techniques à l’échelle transcriptomique, 
comme le séquençage d’ARN. Si on veut étudier les protéines copurifiées, l’immunobuvardage 
ou la spectrométrie de masse peuvent être utilisées. 
 
Figure 2.1. : Purification d’affinité de SroA à l’aide de la technique MS2-TRAP. Étape 1 : 
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Construction du plasmide test contenant d’ARN chimère (pBAD-MS2-SroA) ainsi que du 
plasmide contrôle (pBAD-SroA) et clonage dans la souche d’intérêt. Étape 2 : Culture 
bactérienne de chacune des souches et induction de l’expression des plasmides. Lyse des 
cellules et purification d’affinité. La portion MBP de la protéine de fusion MS2-MBP lie la 
résine d’amylose. Le lysat est ensuite ajouté et la portion MS2 de la protéine lie l’aptamère MS2. 
Après plusieurs lavages, le complexe est élué avec le maltose, qui déloge la MBP de la résine 
d’amylose. Étape 3 : L’éluât est analysé afin d’identifie les partenaires d’interaction de SroA, 
que ce soient des ARN ou des protéines. 
 
2.2. MATÉRIEL ET MÉTHODES 
 
2.2.1. Analyse par puce d’ADN 
 
L’expression génétique de deux souches a été comparée. La première possédant le plasmide 
contrôle pNM12 et la seconde possédant le plasmide pBAD-SroA, où l’expression de SroA est 
sous le contrôle d’un promoteur inductible à l’arabinose. 0,1% d’arabinose a été ajouté au milieu 
de culture lorsque celles-ci ont atteint une DO600 de 0,5, afin d’induire l’expression des 
plasmides. L’ARN a été extrait après 10 minutes d’induction selon la méthode décrite 
précédemment. L’ARN a ensuite été envoyé sur glace sèche au laboratoire du Pr. Joseph T. 
Wade, où ont été réalisés la banque d’ADNc, l’étiquetage des ADNc, l’hybridation sur puce 
d’ADN (Affymetrix GeneChip E. coli Genome 2.0 Array), les lavages et la détection ont été 
réalisés selon les directives du manufacturier (Affymetrix). Les données ont été analysées à 
l’aide du logiciel GeneSpring (Agilent). 
 
2.2.2. Purification d’affinité par la technique MS2-TRAP 
 
La purification d’affinité a été réalisée tel que décrit précédemment (Desnoyers and Masse, 
2012). Les souches bactériennes ont été cultivées dans le milieu minimal M63 (0,2% glycérol)   
jusqu’à une DO600 de 0,5. L’expression des plasmides pBAD-SroA et pBAD-MS2-SroA a alors 
été induite pendant 10 minutes par l’ajout de 0,1% d’arabinose. Les cultures (l’équivalent de 
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100 unités de DO600) ont alors été refroidies pendant 10 minutes dans un bain de glace. Par la 
suite, 1500 µl de cette culture ont été prélevés, centrifugés et resuspendus dans 600µl d’eau 
avant d’être soumis à une extraction d’ARN (lysat) selon la procédure décrite précédemment. 
Chaque 100 ml restant de la culture a été centrifugé, resuspendu dans 1 ml de tampon A (20 
mM Tris-HCl pH 8,0, 150 mM KCl, 1 mM MgCl2, 1mM DTT), puis centrifugé à nouveau. Le 
surnageant a été enlevé et les culots ont été congelés dans l’azote liquide et conservés à -80°C 
jusqu’à la lyse. Les culots ont été décongelés sur glace et resuspendus dans 2 ml de tampon A. 
Les cellules ont alors été soumises à la lyse en utilisant une presse à piston (8000 psi, à trois 
reprises). Les lysats ont été centrifugés afin de se débarrasser des débris cellulaires. 20 µl de la 
fraction soluble ont alors été récupérés (lysat) et mélangés avec 20 µl de tampon de chargement 
de protéines. La fraction soluble a été soumise à la chromatographie d’affinité (4°C). La colonne 
d’affinité Bio-Spin (Bio-Rad) a été préparée en y ajoutant 75 µl de résine d’amylose (New 
England Biolabs). La colonne a été lavée avec 3 ml de tampon A. 100 pmol de la protéine de 
fusion MS2-MBP diluée dans 1 ml de tampon A ont été mis en contact avec la colonne pendant 
5 minutes afin de permettre l’interaction entre l’amylose et la portion MBP de la protéine. La 
colonne a ensuite été lavée avec 2 ml de tampon A. Par la suite, la fraction soluble a été chargée 
sur la colonne, une fois la fraction soluble écoulée, la colonne a été lavée à nouveau avec 5 ml 
de tampon A. Les ARN et les protéines ont été élués de la colonne en utilisant 900 µl de tampon 
A contenant 12 mM de maltose. L’éluât a été récupéré, une moitié a été soumise à une extraction 
d’ARN, alors que l’autre moitié a été soumise à une extraction phénol-chloroforme. La phase 
organique a été précipitée pendant 16 heures à -20°C suite à l’ajout de 4 volumes d’acétone. Les 
ARN ont été analysés par buvardage de type Northern, tel que décrit précédemment, alors que 
les protéines ont été soumises à un buvardage de type Western. Certains échantillons d’ARN 
ont été analysés plus en profondeur par un séquençage d’ARN. 
 
2.2.3. Buvardage de type Western 
 
Les buvardages de type Western ont été réalisés tel que décrit précédemment (Desnoyers and 
Masse, 2012). En résumé, un volume correspondant à 0,05 unité de DO600 (lysat) ou 12,5 unités 
de DO600 (éluât) ont été chargés sur un gel SDS-PAGE de 12% et séparés par électrophorèse 
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avant d’être transférés sur une membrane de nitrocellulose. L’anticorps primaire permettant la 
détection de la protéine Hfq-FLAG (Monoclonal anti-FLAG M2, Sigma) a été utilisé à une 
dilution 1 : 10000, alors que l’anticorps secondaire (IRDye 800CW-conjugated goat anti-rabbit, 
Li-Cor Biosciences) a été utilisé à une dilution 1 : 15 000. Les buvardages de type Western ont 
été révélés en utilisant le système d’imagerie infrarouge Odyssey (Li-Cor Biosciences) et la 
quantification a été effectuée avec le logiciel Odyssey. 
 
2.2.4. Séquençage des ARN 
 
Les ARN récupérés par la purification d’affinité MS2-TRAP ont été traités à la TURBO DNase 
(Ambion) selon les recommandations du manufacturier. La suite de la procédure de séquençage 
a été réalisée par Elvy Lapointe, assistante de recherche au Laboratoire de Génomique 
Fonctionnelle de l’Université de Sherbrooke (LGFUS). Brièvement, les ARN ont été soumis à 
une analyse par Bioanalyzer (Ambion) afin de vérifier la qualité des échantillons. Une librairie 
d’ADNc a ensuite été effectuée à l’aide du ScriptSeq v2 RNA-Seq Library Preparation Kit 
(Illumina), puis séquencée à l’aide d’un séquenceur MiSeq (Illumina). Suite au séquençage, les 
résultats obtenus ont été analysés et alignés au génome d’E. coli K12 à l’aide de la plate-forme 
d’analyse de données Galaxy (https://usegalaxy.org/). Les graphiques permettant la 
visualisation des résultats ont été obtenus avec la plate-forme UCSC Microbial Genome 
Browser (http://microbes.ucsc.edu/). 
 
2.2.4. Retardement sur gel natif 
 
Les essais de retardement sur gel ont été effectués afin d’étudier l’interaction possible entre un 
ARN radiomarqué selon la méthode décrite précédemment et un ARN et/ou la protéine Hfq. 
Afin d’étudier les interactions ARN-ARN, une quantité de traces d’ARN radiomarqué a été mis 
en contact avec différentes concentrations de l’ARN non radiomarqué, dans une solution 
contenant 20 mM Tris-HCl pH 7,5, 25 mM NaCl, 3mM MgCl2 et 0,01 µg/µl d’ARNt de levure. 
Le mélange a été chauffé à 65°C dans un bain sec et refroidi lentement (environ 1h30) jusqu’à 
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la température ambiante afin de permettre un repliement adéquat et une interaction entre les 
ARN.  
Afin d’étudier les interactions ARN-protéine, une quantité de traces d’ARN radiomarqué a été 
mise en contact avec 0,01 µg/µl d’ARNt de levure. Le mélange a été chauffé à 65°C dans un 
bain sec et refroidi lentement (environ 1h00) jusqu’à 37°C afin de permettre un repliement 
adéquat de l’ARN. Par la suite, l’ARN a été mis en contact de la concentration désirée de la 
protéine Hfq et du tampon de liaison (10 mM Tris-HCl pH 7,5, 5 mM d’acétate de magnésium, 
100 mM de chlorure d’ammonium et 0,5 mM DTT). Le mélange réactionnel a été incubé 10 
minutes à 37°C. Par la suite, un demi-volume de glycérol 50% a été ajouté comme tampon de 
migration. Les réactions ont été migrées immédiatement sur gel de polyacrylamide en conditions 
natives (acrylamide:bisacrylamide 29:1, TBE 1X, 25 mM NaCl et 10 mM MgCl2), dans un 
tampon de migration natif (TBE 1X, 25 mM NaCl et 10 mM MgCl2), à 4°C. Les résultats ont 




2.3.1. Approche 1 : Surexpression de SroA et détection des transcrits affectés par puce 
d’ADN. 
 
Cette approche a permis de détecter une variation d’au moins 3 fois dans le niveau d’expression 
de plusieurs transcrits. Ceux-ci ont été considérés significatifs et sont présentés dans le Tableau 
2.1. Les régions présentant des changements dans le niveau d’expression sont généralement 
dans des régions codantes (40) ou dans des régions intergéniques (34). Il y a aussi des séquences 
transcrites mais non traduites comme des 5’UTR, des 3’UTR ou des régions entre des gènes 
d’un même opéron. Dans certains cas, le signal détecté correspond à une région où le signal 
détecté est sur le brin opposé de celui duquel on attend un signal (*). Certains gènes affectés 
sont situé à proximité les uns des autres sur le chromosome et sont susceptibles d’être retrouvés 
sur un même transcrit. Dans la présente section, nous discuterons davantage des changements 
observés dans les gènes encodant des protéines, mais les autres régions peuvent également avoir 
une importance à ne pas négliger. 
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Tableau 2.1. : Liste des régions transcrites dont l’expression est affectée par la 
surexpression de SroA. 









    ykgO 51,16 185,8 9503,2   IG frc-yfdX -3,60 31,5 8,7 
    ykgM 25,52 438,3 11186,8     fliO -3,61 116,6 32,3 
  IG yodA-yodB 8,93 88,4 789,2   IG ydeN-ydeO -3,61 23,8 6,6 
  IG isrC 7,58 179,3 1359,3   IG arsC-yhiS -3,62 32,0 8,8 
    flu 6,18 1158,3 7156,1     tar -3,63 492,9 135,7 
    yodB 5,33 106,7 568,5     yhjH -3,65 181,9 49,9 
  IG yedZ-yodA 5,00 58,8 294,3     fliR -3,66 48,6 13,3 
    yeeR 4,99 60,8 303,5     flgI -3,75 40,7 10,9 
    yodA 4,26 4535,8 19324,8     tap -3,75 219,1 58,4 
    ygeM -3,00 15,8 5,3   IG envR-acrE -3,79 20,0 5,3 
  IG ycgG-ycgH -3,01 45,4 15,1   IG* aspV-yafT -3,81 24,7 6,5 
  IG yacH-acnB -3,01 31,4 10,4     safA-ydeP -3,87 18,4 4,8 
    fliH -3,02 291,3 96,4   IG* yafT-ykfM -3,92 23,4 6,0 
    safA -3,03 30,7 10,1     cusB -3,99 382,2 95,9 
  IG* ynfN-cspI -3,04 24,0 7,9   IG dsdC-dsdX -4,00 19,1 4,8 
  AS yfiD -3,04 25,4 8,4     flgD -4,00 440,8 110,1 
  IG* yneL-hipA -3,04 24,0 7,9   AS yqgD -4,08 36,1 8,9 
  IG* cspI-ydfP -3,07 12,4 4,0   IG ymgC-ycgG -4,17 45,5 10,9 
  IG citC-citA -3,11 18,0 5,8     flgE -4,18 941,6 225,2 
  IG fliA-fliC -3,11 267,3 85,9   IG aroP-pdhR -4,18 53,4 12,8 
  IG yqeG-yqeH -3,13 12,9 4,1   IG cspB-cspF -4,35 51,3 11,8 
  IG* ylcG-ybcQ -3,14 35,8 11,4     fliC -4,40 1176,8 267,3 
  IG ydeK-lsrK -3,17 19,5 6,2   AS emrY -4,43 31,7 7,2 
    flgL -3,17 398,2 125,6     flgC -4,48 1220,1 272,3 
  IG* ycgV-ychF -3,19 27,5 8,6     cheW -4,53 381,5 84,1 
  IG* ydhY-ydhZ -3,19 13,9 4,3     cusF -4,57 961,4 210,2 
    dctR -3,20 76,3 23,9     fliL -4,59 336,7 73,3 
  IG ymfE-lit -3,24 25,9 8,0   IG* ydeP-ydeQ -4,61 37,2 8,1 
    flgG -3,28 454,0 138,5     yhiS -4,64 24,5 5,3 
    fliN -3,35 229,3 68,4   IG dsdC-dsdX -4,70 26,4 5,6 
    fliZ -3,36 232,1 69,1     flgF -4,80 141,4 29,4 
    fliG -3,46 190,3 55,1     fliA -4,91 608,4 124,0 
    flgH -3,46 247,6 71,6     flgB -5,09 924,2 181,7 
    emrK -3,48 60,0 17,2     cusC -5,87 1013,8 172,7 
    fliD -3,49 172,5 49,5     ygeF -6,05 38,5 6,4 
    ygeG -3,50 35,6 10,2   IG* ycgG-ycgH -6,65 32,8 4,9 
    ynfO -3,58 51,0 14,3       
Les gènes affectés se retrouvant dans une même région sont identifiés par un code de couleurs. 
Les régions enrichies se situent dans la séquence codante du gène ou dans une région 
intergénique (IG), sont des transcrits anti-sens connus (AS). Dans certains cas, le signal provient 
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du brin opposé à celui attendu (*). Le ratio de régulation a été calculé représente le niveau 
d’expression de chaque gène dans la souche possédant le plasmide pBAD-SroA par rapport au 
plasmide pNM12, présentés dans leurs colonnes respectives. 
 
2.3.1.2. SroA affecte l’expression de 40 cadres de lecture 
 
Parmi les 40 cadres de lecture affectés par l’expression de SroA, 6 sont affectés positivement et 
34 le sont négativement. Ces gènes codent pour différentes protéines que l’on peut classer dans 
un petit nombre de catégories. En effet, on retrouve 2 paralogues de protéines ribosomale, 17 
protéines flagellaires, 4 régulateurs ou facteurs de transcription, 3 gènes de chimiotactisme, 3 
gènes d’un système d’efflux du cuivre, 3 protéines provenant de prophages, seulement 3 ayant 
des rôles autres et 5 ayant un rôle toujours inconnu (Figure 2.2). 
 
 
Figure 2.2. : Classification des 40 cadres de lecture régulés au moins 3 fois par la 
surexpression de SroA selon leur fonction cellulaire. 
 
2.3.1.2.1. Les cadres de lecture régulés positivement 
 
Premièrement, ykgM et ykgO sont deux gènes encodant des paralogues de protéines 
ribosomales, L31 et L36 respectivement. Ces deux paralogues sont importants du fait qu’ils ne 
possèdent pas les motifs de liaison du zinc retrouvés sur L31 et L36. YkgM est l’orthologue de 
YtiA, retrouvé chez Bacillus subtilis, qui remplace L31 dans le ribosome lors de situations de 
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carence en zinc (Akanuma et al., 2006). YkgM et YkgO auraient le même rôle chez E. coli 
(Hensley et al., 2012). 
 
Deuxièmement, flu et yeeR sont deux gènes successifs sur le chromosome, provenant du 
prophage CP4-44. Flu est également connu sous le nom d’antigène 43 (Ag43). Ag43 peut 
s’autocliver pour donner deux peptides, α43 et β43 (Owen et al., 1987). Flu est un 
autotransporteur, où la portion β43 permet la translocation de α43 (Henderson and Owen, 1999), 
son expression est contrôlée par les variations de phases et il aurait un rôle dans la formation de 
biofilm (Beloin et al., 2006; Klemm et al., 2004). YeeR, pour sa part, n’a toujours aucune 
fonction connue, mais est probablement une protéine membranaire puisqu’elle possède 6 
domaines transmembranaires. 
 
Troisièmement, yodA et yodB sont également deux gènes successifs dans le génome. YodA 
(ZinT) est une protéine liant le zinc et le cadmium, pouvant être cytoplasmique ou périplasmique 
(Graham et al., 2009; Puskarova et al., 2002). YodA serait impliquée dans la diminution de la 
concentration intracellulaire de cadmium lorsque celui-ci est présent en trop forte concentration 
(Stojnev et al., 2007) et dans l’acquisition d’ions métalliques (zinc et cadmium). De plus, YodA 
est requis afin de maintenir la concentration intracellulaire de zinc et de produire le curli (Lim 
et al., 2011), il faciliterait aussi la colonisation de l’épithélium intestinal par E. coli O157:H7 
(Gabbianelli et al., 2011). Pour sa part, YodB est une protéine associée à la membrane interne 
ayant possiblement la fonction de cytochrome (Daley et al., 2005). 
 
Tableau 2.2. : Les cadres de lecture régulés positivement 
  Gène 
Ratio de 
régulation Fonction cellulaire Description (rôle potentiel) σ28 pNM12 pBAD-SroA 
  ykgO 51,16 Protéine ribosomale Paralogue protéine ribosomale L36   185,8 9503,2 
  ykgM 25,52 Protéine ribosomale Paralogue protéine ribosomale L31   438,3 11186,8 
  flu 6,18 Protéine prophage Protéine prophage CP4-44 (biofilm)   1158,3 7156,1 
  yodB 5,33 Inconnu (Cytochrome) + 106,7 568,5 
  yeeR 4,99 Protéine prophage Protéine prophage CP4-44   60,8 303,5 
  yodA 4,26 Autre Protéine périplasmique, lie zinc et cadmium   4535,8 19324,8 
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Les gènes affectés se retrouvant dans une même région sont identifiés par un code de couleurs. 
Le ratio de régulation est celui présenté au Tableau 2.1. La fonction de chacun des gènes est 
donnée, ainsi qu’une courte description du rôle potentiel. Les gènes sous le contrôle d’un 
promoteur σ28 sont identifiés (+). 
 
2.3.1.2.2. Les cadres de lecture régulés négativement 
 
Les gènes encodant des protéines flagellaires sont surreprésentés, ils comptent pour la moitié 
des gènes régulés négativement (17/34). 3 autres gènes sont impliqués dans le chimiotactisme 
(tar, tap et cheW).  
 
Il est intéressant de noter que 3 autres gènes régulés, fliA, fliZ et yhjH sont directement impliqués 
dans la régulation de la transcription de gènes de motilité. Les gènes fliA et fliZ se retrouvent 
sur le même transcrit, en compagnie de fliY, qui est plus faiblement régulé (-1,63 fois). FliA est 
le facteur σ28, qui est responsable de l’initiation de la transcription d’une grande quantité de 
gènes possédant un promoteur σ28 surtout impliqués dans la motilité et dans la synthèse du 
flagelle (Arnosti and Chamberlin, 1989; Komeda, 1986; Liu and Matsumura, 1995, 1996). De 
plus, la formation de biofilm dépend du niveau d’expression de fliA (Barrios et al., 2006; Wood 
et al., 2006). Il faut noter que 68% (23/34) des gènes régulés négativement possèdent un 
promoteur σ28 et qu’en plus, un promoteur σ28 se situe devant le gène yodB qui est régulé 
positivement. Pour sa part, FliZ est un répresseur de transcription de gènes impliqués dans la 
régulation de l’expression du curli et de la motilité, agissant en inhibant l’activité du facteur σS 
(Pesavento et al., 2008; Pesavento and Hengge, 2012). 
 
Un autre gène codant un facteur de transcription potentiel, dctR, est régulé négativement. Peu 
d’information est connue sur ce gène, mais on sait qu’une mutation de ce gène dans une souche 
d’E. coli entérohémorragique cause une augmentation de l’adhésion cellulaire (Tatsuno et al., 





Notons également la régulation négative de 3 gènes d’un système d’efflux du cuivre et de 
l’argent (cusC, cusF et cusB). 
 
Deux gènes possédant d’autres fonctions sont présents, safA et emrK. SafA est un connecteur 
impliqué dans la transduction du signal de deux systèmes à deux composantes, PhoQ/PhoP et 
EvgS/EvgA (Eguchi et al., 2011). L’expression de safA est notamment régulée par EvgA au 
niveau transcriptionnel, tout comme celle de emrK, qui est adjacent à safA sur le chromosome. 
EmrK fait partie du complexe membranaire EmrKY-TolC, responsable de l’efflux de plusieurs 
drogues.  
 
Parmi les gènes ayant un rôle inconnu, on retrouve ygeF, ygeG, ygeM et yhiS. Les gènes ygeF 
et ygeG font partie d’un îlot de pathogénicité ETT2 (système de sécrétion de type III) qui est 
entièrement présent dans des souches pathogènes comme O157:H7. Cet îlot est partiellement 
présent dans la plupart des souches d’E. coli séquencées (Ren et al., 2004). Il a été démontré 
que l’ilôt de pathogénicité ETT2 contribue à la pathogénèse (Ideses et al., 2005). YgeM est une 
protéine hypothétique, aucune information n’est connue sur son gène. Le gène yhiS est 














Tableau 2.3. : Les cadres de lecture régulés négativement 
    
Ratio de 
régulation Fonction cellulaire Description (rôle potentiel) σ28 pNM12 pBAD-SroA 
  ygeM -3,00 Inconnu (Inconnu)   15,8 5,3 
  fliH -3,02 Flagelle Composante du flagelle + 291,3 96,4 
  safA -3,03 Autre Connecteur systèmes EvgS/EvgA et PhoP/PhoQ   30,7 10,1 
  flgL -3,17 Flagelle Composante du flagelle + 398,2 125,6 
  dctR -3,20 Régulateur de transcription (régulateur de transcription)   76,3 23,9 
  flgG -3,28 Flagelle Composante du flagelle + 454,0 138,5 
  fliN -3,35 Flagelle Composante du flagelle + 229,3 68,4 
  fliZ -3,36 Régulateur de transcription Régulateur de transcription - curli et motilité + 232,1 69,1 
  fliG -3,46 Flagelle Composante du flagelle + 190,3 55,1 
  flgH -3,46 Flagelle Composante du flagelle + 247,6 71,6 
  emrK -3,48 Autre Système de transport multi-drogues   60,0 17,2 
  fliD -3,49 Flagelle Composante du flagelle + 172,5 49,5 
  ygeG -3,50 Inconnu (Chaperon)   35,6 10,2 
  ynfO -3,58 Protéine prophage Protéine prophage Qin   51,0 14,3 
  fliO -3,61 Flagelle Composante du flagelle + 116,6 32,3 
  tar -3,63 Chimiotactisme Chimiotactisme - chémorécepteur aspartate  + 492,9 135,7 
  yhjH -3,65 Régulateur de transcription c-di-GMP phosphodiestérase - motilité + 181,9 49,9 
  fliR -3,66 Flagelle Composante du flagelle + 48,6 13,3 
  flgI -3,75 Flagelle Composante du flagelle + 40,7 10,9 
  tap -3,75 Chimiotactisme Chimiotactisme - chémorécepteur dipeptide + 219,1 58,4 
  cusB -3,99 Système d'efflux du cuivre Système d'efflux du cuivre   382,2 95,9 
  flgD -4,00 Flagelle Composante du flagelle + 440,8 110,1 
  flgE -4,18 Flagelle Composante du flagelle + 941,6 225,2 
  fliC -4,40 Flagelle Composante du flagelle + 1176,8 267,3 
  flgC -4,48 Flagelle Composante du flagelle + 1220,1 272,3 
  cheW -4,53 Chimiotactisme Chimiotaxisme - transmission du signal + 381,5 84,1 
  cusF -4,57 Système d'efflux du cuivre Système d'efflux du cuivre   961,4 210,2 
  fliL -4,59 Flagelle Composante du flagelle + 336,7 73,3 
  yhiS -4,64 Inconnu (Inconnu)   24,5 5,3 
  flgF -4,80 Flagelle Composante du flagelle + 141,4 29,4 
  fliA -4,91 Facteur de transcription Facteur de transcription σ28 - Motilité + 608,4 124,0 
  flgB -5,09 Flagelle Composante du flagelle + 924,2 181,7 
  cusC -5,87 Système d'efflux du cuivre Système d'efflux du cuivre   1013,8 172,7 
  ygeF -6,05 Inconnu (Inconnu)   38,5 6,4 
Les gènes affectés se retrouvant dans une même région sont identifiés par un code de couleurs. 
Le ratio de régulation est celui présenté au Tableau 2.1. La fonction de chacun des gènes est 
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donnée, ainsi qu’une courte description du rôle potentiel. Les gènes sous le contrôle d’un 
promoteur σ28 sont identifiés (+). 
 
2.3.1.3. Validation préliminaire de certaines cibles par buvardage de type Northern 
 
Afin de valider l’effet de la surexpression de SroA sur les gènes affectés lors de l’expérience de 
puce à ADN, des buvardages de type Northern ont été réalisés. Certains gènes ont été 
sélectionnés pour cette validation préliminaire. Les gènes qui semblaient avoir une expression 
suffisante (>150) dans chacune des deux conditions, selon les résultats de puce à ADN) ont été 
sélectionnés, réduisant le nombre à 11. Lorsque plusieurs gènes se retrouvaient sur un même 
transcrit, un seul de ceux-ci a été retenu, réduisant cette fois le total à 6. Étant donné que fliA 
(σ28) ne faisait pas partie de ces gènes, mais que l’expression de 24 des 40 gènes affectés est 
sous le contrôle d’un promoteur σ28, ce gène a également été sélectionné, portant le nombre total 
à 7 (ykgM, flu, yodA, flgE, fliC, cusC et fliA).  
 
Malheureusement, la validation des résultats obtenus par puce à ADN ne s’est pas révélée très 
fructueuse (Figure 2.3). En effet, les transcrits flu et fliA n’ont pas pu être détectés dans les 
conditions testées. Les ARN fliC et flgE ont été détectés à des niveaux très faibles qui ne 
semblaient pas être affectés par la surexpression de SroA. Le gène cusC présentait un bon niveau 
d’expression, mais celle-ci n’était pas affectée par la présence de SroA. L’expression de ykgM 
variait beaucoup d’une expérience à l’autre, mais ne semblait jamais affectée par la présence de 
SroA. Le seul gène dont l’expression semblait varier dépendamment de SroA est yodA. 
Cependant, alors que son niveau d’expression était augmenté lors de l’expérience de puce 





Figure 2.3. : Tests de validation de certaines cibles par buvardage de type Northern. Des 
buvardages de type Northern ont été réalisés afin de vérifier l’effet de la surexpression de SroA 
sur l’expression de certains gènes. Deux cultures de la souche MSR18 ont été réalisées en milieu 
minimal M63 (0,2% glycérol), une possédant le plasmide pNM12 et l’autre le plasmide pBAD-
SroA. L’ARN a été extrait à une DO600 de 0,5 avant (0) et 10 minutes après l’ajout d’arabinose 
(0,1% ou 0,01%). Les gènes pour lesquels un signal a été obtenu sont présentés. L’ARNr 16S 
est utilisé à titre de contrôle de chargement. 
 
2.3.1.4. Début de caractérisation d’une cible intéressante : yodA 
 
Premièrement, d’autres buvardages de type Northern ont été réalisés afin de valider la régulation 
de yodA observée lors de la surexpression de SroA (Figure 2.4.A). On observe une diminution 
du niveau de l’ARNm yodA d’environ 20% après 5 minutes de surexpression (pBAD-SroA), 
jusqu’à près de 85% après 30 minutes, alors que le niveau de cet ARNm est stable lorsque SroA 
n’est pas exprimé (pNM12) ce qui confirme l’effet de SroA. Afin de mieux caractériser cet effet, 
des fusions β-galactosidase ont été réalisées. On n’observe aucun effet sur l’expression des 
fusions de 34 codons, que ce soit la fusion traductionnelle ou transcriptionnelle. Cependant, un 
léger effet est observé sur l’expression de la fusion transcriptionnelle de 80 codons (Figure 
2.4.B), ce qui suggère que SroA pourrait s’apparier dans la région comprise entre les codons 34 
et 80. Une analyse in silico à l’aide du logiciel RNAhybrid (bibiserv.techfak.uni-
bielefeld.de/rnahybrid/) a été effectuée afin tenter de trouver un site d’appariement potentiel 
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entre les deux ARN. Deux sites d’appariement potentiels ont été identifiés (Figure 2.4.C), mais 
n’ont pas encore été validés par des techniques in vitro et in vivo. 
 
 
Figure 2.4. Début de caractérisation de la cible yodA. A) L’effet de la surexpression de SroA 
sur l’ARNm yodA a été confirmé par buvardage de type Northern. L’expérience a été réalisée 
comme à la Figure 2.3. Cette fois, l’ARN a été extrait à différents temps suite à l’ajout 
d’arabinose (0,1%) afin d’effectuer une cinétique. B) Essais β-galactosidase réalisés afin de 
vérifier l’effet de SroA sur différentes fusions de yodA. TrD 34 : Fusion traductionnelle de 34 
codons. TrX 34 : Fusion transcriptionnelle de 34 codons. TrX 80 : Fusion transcriptionnelle de 
80 codons. La région entre le 34e et le 80e codon semble permettre une légère régulation. C) 
Appariements SroA-yodA prédits par bio-informatique dans la région entre le 34e et le 80e codon 





2.3.2. Approche 2 : Purification d’affinité de SroA et séquençage des ARN copurifiés. 
 
2.3.2.1. Validation de la méthode de purification d’affinité avec SroA 
 
La méthode MS2-TRAP, décrite précédemment, a déjà fait ses preuves au laboratoire 
(Desnoyers and Masse, 2012). Il faut cependant vérifier que la construction chimère est bien 
exprimée. Tel qu’observé par buvardage de type Northern (Figure 2.5.A), le niveau d’expression 
de l’ARN chimère MS2-SroA est semblable à celui de SroA. En raison de la présence de 
l’aptamère MS2, l’ARN MS2-SroA migre plus haut que SroA sur le gel d’acrylamide. De plus, 
on observe toujours une régulation du niveau de l’ARNm  yodA, ce qui suggère que la présence 
de l’aptamère MS2 en 5’ de SroA n’affecte pas significativement le mécanisme menant à la 
génération de SroA, ni sa fonction.  
 
Ensuite, il a fallu démontrer que la purification d’affinité fonctionne bien. Tel qu’attendu, SroA 
et MS2-SroA sont retrouvés dans le lysat et seulement MS2-SroA est retrouvé dans l’éluât 
(Figure 2.5.B). Cependant, on observe également une bande inattendue d’une taille légèrement 
inférieure à MS2-SroA, possiblement un intermédiaire de dégradation de SroA. 
Malheureusement, l’ARNm yodA n’a pas pu être détecté dans l’éluât, possiblement en raison de 
la faible quantité d’ARN pouvant être récoltée par cette technique et de la limite de sensibilité 
du buvardage de type Northern. Afin de vérifier si SroA est en mesure d’interagir in vivo avec 
la protéine chaperon d’ARN Hfq, un immunobuvardage a été réalisé, celui-ci permet d’observer 
un enrichissement de Hfq ce qui suggère une interaction entre SroA et Hfq, ou du moins qu’ils 





Figure 2.5. : Validation de la technique MS2-TRAP avec l’ARN chimère MS2-SroA. A) 
Buvardage de type Northern réalisé afin de vérifier l’expression de l’ARN chimère MS2 SroA 
par rapport à celle de SroA. Trois cultures de la souche KP1173 ont été réalisées en milieu 
minimal M63 (0,2% glycérol). La première possédant le plasmide pNM12, la deuxième le 
plasmide pBAD-SroA et la dernière le plasmide pBAD-MS2-SroA. L’ARN a été extrait à une 
DO600 de 0,5 avant (0) et 5 minutes après l’ajout d’arabinose (0,1%). La régulation de l’ARNm 
yodA a également été vérifiée. B) Buvardage de type Northern (yodA et SroA) et 
immunobuvardage (Hfq) réalisés avant (lysat) et après (éluât) la purification d’affinité. Les 
prélèvements ont été effectués 10 minutes après l’ajout de 0,1% d’arabinose sur une souche 
possédant le plasmide pBAD-SroA (SroA – MS2) ou le plasmide pBAD-MS2-SroA (SroA + 
MS2). 
 
2.3.2.2. Séquençage des ARN copurifiés avec SroA. 
 
Les ARN obtenus lors de la purification d’affinité ont été envoyés au séquençage d’ARN afin 
d’identifier des cibles de SroA. Les résultats obtenus sont présentés à la Figure 2.6, où sont 
comparés le nombre de lectures par million de lectures (RPM) pour chaque gène. Tout d’abord, 
notons que la grande majorité (96,1%) des lectures obtenues correspond à des séquences 
d’ARNr, alors que toutes les autres ARN ne représentant que 3,9% des lectures (Figure 2.6.A). 
L’ensemble des données a été utilisée afin d’établir une courbe de tendance, celle-ci est 
d’équation y = 0,9767x + 0,3568 et possède un coefficient de corrélation (r2) de 0,9976, ce qui 
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suggère que de façon générale, les lectures obtenues ne sont pas fortement enrichies. Par 
exemple, les différents isoformes des ARNr 16S et 23S ne sont pas enrichis (Figure 2.6.A et B). 
Pour ce qui est de SroA, on le retrouve seulement dans l’échantillon MS2-SroA, tel qu’attendu 
(thiB et thiB_sgrR, Figure 2.6.C). Parmi les 6528 régions transcrites détectés, 18 présentent un 
ratio d’enrichissement d’au moins 3 (Figure 2.6.D et E). Les transcrits possédant un faible 
nombre de lectures (˂14 RPM) n’ont pas été considérés puisque la distribution des données dans 
cette région semble plutôt aléatoire (Figure 2.6.E). Malheureusement, il faut noter qu’un 
enrichissement d’un facteur 1,9 de yodA (zinT) a été détecté, mais jugé non-significatif, ce qui 





Figure 2.6. : Résultats du séquençage d’ARN suite à la purification d’affinité par la 
technique MS2-TRAP. Lest résultats sont présentés à différents grossissements du graphique 
afin de permettre la visualisation de l’ensemble des résultats. RPM : Lectures par million de 
lectures alignées au génome (Reads per million mapped reads). La nomenclature x_y signifie 
104 
 
qu’il s’agit de la région intergénique entre le gène x et le gène y. A) et B) Les différents ARNr 
représentent 96,1% des lectures obtenues. C) thiB (SroA) est uniquement retrouvé dans 
l’échantillon possédant l’étiquette MS2. D) et E) Les gènes enrichis par un facteur d’au moins 
3. À noter que yodA est enrichi, mais seulement d’un facteur 1,9. 
 
2.3.2.3. Choix des cibles à caractériser 
 
Ces 18 régions significativement enrichies ont été analysées plus en détails afin de déterminer 
l’endroit correspondant à l’enrichissement observé (Tableau 2.4). Trois régions correspondaient 
à des régions intergéniques situées à proximité de gènes ribosomiques très fortement exprimés 
(rrfB_murB, rrlB_rrfB et rrlC_rrfC). Lors de l’analyse des graphiques de type BedGraph 
correspondant à ces régions, il semblait évident que l’enrichissement observé est un artéfact 
provoqué par la très forte expression des gènes ribosomiques adjacente à une région 
intergénique très faiblement exprimée (ex. Figure 2.7.A). Ces gènes portent la mention NON 
dans la colonne Endroit enrichi, alors que les autres gènes sont classés selon la portion 
démontrant un enrichissement selon les graphiques BedGraph. Il faut noter que le gène smg 
semble enrichi en entier, ce qui, de toute évidence, cause l’enrichissement des régions 
yrdD_smg, yrdD et smf (Figure 2.7.B). Une analyse bio-informatique a été réalisée afin de 
prédire des sites d’appariement de SroA sur les 12 candidats restants. Des sites d’appariement 
potentiels ont été retrouvés pour 8 d’entre eux, 3 de ceux-ci, dont fliY, coïncidaient parfaitement 
avec des sites enrichis (ex. Figure 2.7.C). Pour débuter la caractérisation des cibles, les 4 dont 
l’appariement prédit se situe dans la région 5’ ont été priorisées (gltB. nagK, fliY et smg), puisque 
la majorité des pARNr connus agissent en s’appariant dans cette région des ARNm. Les autres 
candidats ne sont toutefois pas à exclure. Des buvardages de type Northern ont été réalisés sur 
ces 4 gènes afin de vérifier si SroA en affecte l’expression (Figure 2.8). Pour au moins 3 d’entre 
eux, nagK, fliY et smg, une diminution de l’expression a été observée, surtout après 5 et 10 
minutes de surexpression de SroA. L’effet semblait cependant se résorber à 15 et 30 minutes. 
Dans le cas de gltB, l’expression n’était pas constante, même dans la souche possédant le 
plasmide pNM12, cette variation pourrait être un effet secondaire causé par l’ajout d’arabinose. 
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Parmi ces 3 gènes un (fliY) est particulièrement intéressant lorsque l’on considère également les 
résultats obtenus avec la puce d’ADN (voir section 2.3.1.2.2). 
 
Tableau 2.4. : Les régions significativement enrichies par la technique MS2-TRAP. 
Région  
RPM       
MS2-SroA 




Endroit enrichi Appariement ? 
thiB_sgrR 590,3 2,7 225,9     
thiB 484,5 3,2 154,3     
yhcC_gltB 76,3 2,1 35,0 5'UTR gltB SD/AUG 
rrfB_murB 22,0 1,1 17,7 NON NON 
fadR 43,9 2,7 15,5 3' NON 
ygeH 14,5 1,1 10,5 tout NON 
feaB 16,8 2,1 6,4 3' 3' 
rrlB_rrfB 139,9 23,9 5,8 NON NON 
nhaA 18,5 2,7 5,8 3' 3' 
kgtP 61,9 12,2 4,9 3' 3' 
nagK 30,6 6,4 4,3 5' SD/AUG 
fliY 38,7 8,5 4,2 5' 5' 
adhE 111,6 27,1 4,1 tout NON 
speC 15,6 3,2 3,9 3' NON 
yrdD_smg 17,3 3,7 3,8 3'UTR smg 
AUG 
(smg) 
yrdD 30,1 7,4 3,6 3'UTR smg 
smg 85,6 23,4 3,6 tout 
smf 38,2 10,1 3,5 5'UTR smg 
csrA 17,3 4,3 3,3 tout 3' 
rrlC_rrfC 96,0 29,2 3,2 NON NON 
zinT (yodA) 30,6 14,9 1,9 tout NON 
*Le ratio s’enrichissement a été déterminé à partir de la courbe de tendance d’équation 
y=0,9767x+3,568 présentée à la Figure 2.6.A, selon la formule R = (y-3,568)/(0,9767•x), où y = RPM 
MS2-SroA et x = RPM-SroA. Une analyse des graphiques de type Bedgraph a été réalisée pour chacune 
de ces régions afin de déterminer plus précisément la région enrichie, soit le 5’UTR, la portion 5’ de la 
région codante (5’), la portion 3’ de la région codante (3’), le 3’UTR, le gène en entier (tout). Dans 
certains cas, l’enrichissement semble être un artéfact causé pas la présence d’un gène d’ARNr adjacent 
à la région étudiée (NON). Une analyse bio-informatique à l’aide de RNAhybrid a ensuite été effectuée 
afin de trouver des appariements potentiels entre SroA et les différents gènes. Dans certains cas, aucun 
106 
 
appariement n’a pu être identifié (NON). Dans d’autres cas, un appariement a été identifié dans la 
région de la séquence SD et/ou du codon de départ (SD/AUG), dans la portion 5’ de la séquence codante 
(5’) ou dans la portion 3’ de la séquence codante (3’). Certains appariements se situent à proximité 




Figure 2.7. : Exemples d’enrichissements et de sites d’appariements. Les graphiques de type 
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Bedgraph présentent le nombre de lecture obtenu pour chaque échantillon (MS2-SroA vs SroA) 
en ordonnée et la position sur le génome au nucléotide près en abscisse. Les cadres de lecture 
sont également représentés. Les encadrés rouges représentent les portions où un grossissement 
a été effectué afin de mieux visualiser les résultats. A) Le gène rrlB encode un ARNr et est très 
fortement exprimé comparativement aux gènes rrfB et murB. Le profil d’expression est très 
semblable entre les deux échantillons. La différence obtenue pour les régions rrlB_rrfB et 
rrfB_murB (vert) est possiblement dû à un biais causé par la forte expression du gène rrlB. B) 
Le gène smg est enrichi sur toute sa longueur, qui empiète sur les régions adjacentes, ce qui crée 
un enrichissement artificiel des régions yrdD_smg, yrdD et smf. Un site d’appariement potentiel 
entre SroA et la région du codon de départ de smg a été identifié à l’aide de RNAhybrid. C) Le 
gène fliY est enrichi, surtout au niveau de la portion 5’ de sa séquence codante. Un appariement 
coïncidant parfaitement avec une séquence enrichie a été identifié avec RNAhybrid. 
 
 
Figure 2.8. : Vérification de la régulation de cibles enrichies lors du séquençage d’ARN. 
Buvardages de type Northern réalisés afin de vérifier si certains ARNm enrichis sont également 
régulés par SroA. L’expérience a été réalisée come à la figure 2.4.A. L’expression des ARNm 






2.3.2.4. Début de caractérisation de la cible fliY 
 
Comme il a été démontré dans les paragraphes précédents, fliY a été copurifié avec SroA (Figure 
2.6.E et Tableau 2.4). Un site d’appariement potentiel correspondant précisément à une région 
fortement enrichie de fliY a été identifié dans la portion 5’ de la séquence codante (Figure 2.7). 
De plus, la surexpression de SroA semble engendrer une diminution de l’expression de fliY, au 
moins de façon transitoire (Figure 2.8). Des expériences préliminaires ont donc été réalisées afin 
de tenter de mieux caractériser la relation entre SroA et fliY.  
 
Premièrement, une caractérisation in vivo a été entreprise. Étant donné qu’un effet transitoire de 
SroA était observable sur l’ARNm fliY, un buvardage de type Northern a été réalisé en utilisant 
des temps d’induction plus courts afin de visualiser l’effet rapide (Figure 2.9.A). Suite à la 
surexpression de SroA, on observe une diminution très rapide de l’ARNm fliY, qui semble 
atteindre son maximum après deux minutes. Des fusions β-galactosidase ont également été 
réalisées (Figure 2.B). Aucune régulation des fusions transcriptionnelles de 30 et 100 codons 
n’a été observée. Ce résultat peut s’expliquer de deux façons. Il est possible que les fusions 
soient trop courtes. Étant donné que l’ARNm fliY possède 216 codons, il est probable que l’effet 
se produise après le 100e codon et qu’il ne puisse pas être détecté. Étant donné que la régulation 
semble transitoire, il se peut aussi que la régulation ne soit pas détectable par les essais β-
galactosidase tels qu’ils ont été effectués, car des prélèvements sont effectués aux 30 minutes. 
 
 
Figure 2.9. : Début de caractérisation in vivo de la cible fliY. A) Buvardage de type Northern 
montrant une diminution rapide du niveau de l’ARNm fliY lors de la surexpression de SroA. B) 
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Essais β-galactosidase réalisés sur des fusions transcriptionnelles (TrX) de 30 et 100 codons. La 
surexpression de SroA n’affecte pas l’expression de ces fusions. 
 
Deuxièmement, une caractérisation préliminaire a été réalisée in vitro afin d’étudier l’interaction 
potentielle entre les deux ARN. Pour ce faire, plusieurs mutants de chacun des deux ARN ont 
été utilisés. Nous nous intéresserons ici à la séquence WT, au mutant 3 et au mutant 5 (Figure 
2.10.A). Tous les mutants ont été élaborés en inversant l’identité des paires de bases de 
l’interaction. Les nucléotides de fliY ont été remplacés par leur vis-à-vis de SroA et vice-versa. 
En mutant les deux séquences, on obtient alors un mutant compensatoire, où l’identité des paires 
de bases initiales est retrouvée. De plus, les mutations de SroA ont été réalisées de façon à 
conserver l’identité des tiges afin de ne pas déstabiliser l’aptamère. Des essais de cartographie 
chimique ont été réalisés. Dans un premier temps, une portion de l’ARN fliY WT a été marquée 
radioactivement et incubée en absence ou en présence de SroA (WT, mutant 3 et mutant 5) 
(Figure 2.10.B). On observe que SroA WT induit un changement de conformation de fliY (lignes 
rouges) dans la région d’interaction prédite (ligne bleue), lorsque l’on compare le patron de 
bandes avec celui obtenu en absence de SroA. Lorsque fliY est incubé avec le mutant 3 ou le 
mutant 5 de SroA, certaines bandes retrouvent le patron obtenu en absence de SroA, ce qui 
suggère qu’une interaction a été perdue à ce niveau. Afin de pousser plus loin cette 
caractérisation, l’expérience a été reproduite, mais cette fois des mutants de fliY ont également 
été utilisés (Figure 2.10.C), ce qui a permis d’étudier l’interaction à l’aide de mutations 
compensatoires. Comme précédemment, on observe un changement du patron de clivage 
lorsque l’ARN fliY WT est incubé en présence de la séquence WT de SroA par rapport à celui 
en absence de SroA. Lorsque les mutants 3 et 5 de fliY sont incubés en absence ou en présence 
de SroA (WT), le patron de bandes demeure inchangé, ce qui suggère qu’il n’y a plus 
d’interaction. Il est intéressant d’observer qu’au contraire, lorsque les mutants 3 et 5 de fliY sont 
incubés avec le mutant compensatoire de SroA, un patron de bandes semblable à celui obtenu 
avec les deux séquences WT est obtenu, ce qui suggère fortement que les deux ARN 
interagissent ensemble in vitro via au moins une partie de l’interaction prédite. Finalement, des 
essais retardement sur gel ont été effectués avec les mêmes mutants que précédemment (Figure 
2.10.D et E). Les résultats obtenus sont cohérents avec ceux obtenus par cartographie chimique. 
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Brièvement, on observe un fort retardement sur gel lorsque fliY est incubé en présence de SroA, 
celui-ci est plus faibles avec les mutants 3 et 5, ce qui suggère une interaction plus faible Figure 
2.10.D). De plus, lorsque fliY est muté à son tour et que des mutants compensatoires sont utilisés, 
on retrouve un retardement semblable à celui observé avec les séquences WT. On peut donc 
conclure que les régions correspondantes aux mutants 3 et 5 sont importantes pour l’interaction 
in vitro entre SroA et fliY. Il sera très intéressant de vérifier l’importance de ces mutations in 
vivo au niveau de la régulation de l’expression génétique de fliY par SroA. 
 
Figure 2.10. : Début de caractérisation in vitro de la cible fliY. A) Appariement prédit entre 
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SroA et fliY, ainsi que les mutations effectuées pour les mutants 3 et 5 (rouge, à gauche). Les 
mutations de SroA ont été effectuées afin de conserver la présence des tiges retrouvées sur la 
structure à droite, le mutant 5 possède donc également la mutation C9G. B) et C) Cartographie 
chimique au magnésium permettant d’étudier l’interaction entre fliY et SroA. La région en bleu 
représente le site d’appariement prédit, alors que la région en rouge représente les changements 
de clivage observés. B) L’ARN fliY a été radiomarqué (*) et incubé en absence (-) de SroA ou 
en présence de la séquence sauvage de SroA (WT) ou des mutants 3 ou 5. C) L’ARN fliY  
sauvage (WT) ou les mutants 3 et 5 ont été radiomarqués (*). Ces ARN ont été incubés en 
absence (-) ou en présence de la séquence sauvage de SroA (WT) ou du mutant compensatoire 
à la mutation de fliY (C). D) et E) Retardement sur gel natif réalisé avec les mêmes ARN qu’en 







Dans le présent mémoire, l’implication du riborégulateur thiB dans la régulation de l’expression 
génétique d’E. coli a été étudiée. D’une part, cette étude a porté sur la régulation en cis de 
l’ARNm thiBPQ par le riborégulateur thiB. D’autre part, nous avons tenté d’élucider l’impact 
de SroA, un petit ARN correspondant à l’aptamère de ce riborégulateur, sur la régulation de 
l’expression génétique de cibles ARNm en trans. Bien que cette étude ait permis de répondre à 
certaines questions, elle en a également apportée plusieurs autres et ainsi ouvert des perspectives 
de recherche.  
 
Le premier objectif était de déterminer le mode d’action en cis du riborégulateur thiB. Pour 
atteindre cet objectif, nous avons d’abord démontré que celui-ci est fonctionnel. En effet, 
l’aptamère de ce riborégulateur est en mesure de lier la TPP en absence de protéines, tel que 
démontré par les essais de cartographie chimique (Figure 1.2). Les nucléotides affectés par la 
liaison de la TPP sont similaires à ceux identifiés précédemment pour les riborégulateurs thiM 
et thiC d’E. coli (Winkler et al., 2002a). Il a également été démontré que l’expression de l’opéron 
thiBPQ est régulée négativement en présence de TPP et que cette régulation ne se situe pas au 
niveau du promoteur du riborégulateur thiB (Figure 1.3). Étant donné que le riborégulateur était 
prédit pour réguler au niveau traductionnel, il a été surprenant de constater que cette régulation 
affecte également le niveau d’ARNm, tel qu’observé par les essais β-galactosidase sur les 
fusions transcriptionnelles et par les buvardages de type Northern. Plusieurs mutants du 
riborégulateur ont été étudiés par essais β-galactosidase afin de tenter d’élucider le mécanisme 
de régulation. Premièrement, le mutant G35C, l’équivalent de la mutation G40C du 
riborégulateur thiM d'E. coli (Ontiveros-Palacios et al., 2008), est un mutant de liaison de la 
TPP. Le fait que cette mutation ponctuelle empêche la régulation par la TPP suggère fortement 
que la régulation observée est due au riborégulateur thiB. Des mutations ciblant les signaux 
d’initiation de la traduction ont également été réalisées. Tel qu’attendu, pour les fusions 
traductionnelles, lorsque l’on mute la séquence SD (G121C) ou le codon de départ (U130A), la 
traduction est fortement réprimée. La fusion transcriptionnelle du mutant de la séquence SD est 
également réprimée et ne répond pas non plus à la TPP. Cependant, la fusion transcriptionnelle 
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du mutant du codon de départ, bien que moins exprimée que la fusion de type sauvage (WT), 
est réprimée par la TPP, ce qui suggère que la simple liaison du ribosome à la séquence SD du 
riborégulateur thiB affecte la stabilité de l’ARNm. Étant donné que le riborégulateur thiB n’agit 
pas seulement sur la traduction, d’autres expériences ont été réalisées afin de tenter d’élucider 
le mécanisme de régulation en cis. Plusieurs hypothèses ont été testées. Premièrement, la 
régulation ne semble pas s’effectuer par un mécanisme Rho-indépendant, puisqu’aucun arrêt de 
la transcription dépendant de la TPP n’a pu être identifié par des essais de transcription in vitro 
(Figure 1.4.A à D). Cette hypothèse n’est cependant pas à exclure définitivement, puisque 
certains riborégulateurs agissant par ce mécanisme ne répondent pas bien in vitro. 
Deuxièmement, la régulation ne semble pas non plus être due à une terminaison Rho-
dépendante, puisque l’on ne détecte pas d’augmentation de l’expression de l’opéron thiBPQ en 
présence de bicyclomycine, un inhibiteur de la protéine Rho (Figure 1.4.E). Afin de s’assurer 
que la protéine Rho n’est pas impliquée, l’expérience avec la bicyclomycine devra être répétée 
en absence et en présence de TPP, tel que réalisé pour le riborégulateur mgtA (Hollands et al., 
2012). Si l’effet de la TPP est le même en absence et en présence de bicyclomycine, on pourra 
conclure que Rho n’est pas impliquée dans la régulation. Troisièmement, nous avons testé 
l’hypothèse de la régulation nucléolytique. Plusieurs souches mutantes pour des RNases ont été 
testées et aucune ne semblait empêcher l’effet de la TPP sur l’expression de l’ARNm thiBPQ 
(Figure 1.5). On ne peut toutefois pas exclure qu’une autre RNase soit responsable ce cette 
régulation. Finalement, l’hypothèse d’un auto-clivage du riborégulateur thiB a été testée. Des 
essais de cartographie chimique démontrent qu’à forte concentration de TPP, un clivage 
spécifique de l’ARN se produit à la position exacte où l’on retrouve l’extrémité de SroA (Figure 
1.6A). De plus, lorsque l’ARN a été incubé avec 1 mM de TPP, celui-ci était complètement 
clivé après 72 heures d’incubation. Malheureusement, ce résultat n’a pu être reproduit et la 
réaction observée est beaucoup trop lente pour que celle-ci ait une signification in vivo. Les 
conditions ont été variées (pH et autres ions divalents), mais sans plus de succès. Le mécanisme 
de régulation du riborégulateur thiB est toujours mal compris. En plus de réguler au niveau de 
la traduction, celui-ci affecte la quantité d’ARN messager. Parmi les mécanismes étudiés, aucun 
ne permet d’expliquer cette régulation. Étant donné qu’il existe plusieurs RNases chez E. coli, 
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il serait envisageable que cette régulation s’effectue par un mécanisme de dégradation 
nucléolytique impliquant une autre RNase que la RNase E. 
 
Le deuxième objectif était de vérifier si SroA régule l’expression génétique en trans. La 
première méthode utilisée, l’hybridation des ARN sur puce d’ADN, a permis d’observer un 
changement d’au moins trois fois du niveau d’ARNm de 40 gènes. Parmi ces gènes, on 
retrouvait notamment 17 gènes impliqués dans la synthèse du flagelle et 3 dans le 
chimiotactisme. 7 gènes ont été sélectionnés pour une caractérisation, mais l’expression d’un 
seul (yodA) a été affectée par la surexpression de SroA, et ce dans le sens contraire à ce qui avait 
été observé avec la puce à ADN. Des essais β-galactosidase ont été effectués afin de tenter 
d’identifier la région importante pour la régulation, ainsi qu’un site d’appariement potentiel 
entre les deux ARN. La surexpression de SroA n’affecte pas l’expression de la fusion 
traductionnelle ni de la fusion transcriptionnelle de 34 codons. Cependant, une fusion 
transcriptionnelle de 80 codons semble légèrement régulée de façon négative par la 
surexpression de SroA, ce qui laisse croire que cette région est importante. Deux sites 
d’appariement ont été prédits par bio-informatique. Des tests d’appariement in vitro ainsi que 
de la mutagénèse pourront éventuellement être réalisés afin de vérifier si la régulation observée 
est directe.  
 
Parallèlement à cette étude, une deuxième méthode a été utilisée, la purification d’affinité de 
SroA à l’aide de la technique MS2-TRAP, suivie du séquençage des ARN copurifiés. Cette 
technique est plus directe puisqu’au lieu d’observer la variation d’expression générale des ARN 
dans le contexte d’une surexpression de SroA où plusieurs transcrits peuvent être affectés de 
façon indirecte, elle permet de détecter un enrichissement de certaines séquences d’ARN qui 
sont copurifiés avec SroA, donc des ARN interagissant directement avec SroA ou indirectement 
via un même complexe ribonucléoprotéique. Cette technique a permis d’identifier 18 gènes 
possédant un ratio d’enrichissement jugé significatif (d’au moins 3). Malheureusement, yodA 
ne fait pas partie de ces gènes, il est enrichi de 1,9 fois, ce qui ne l’exclut pas complètement 
comme cible directe potentielle, mais à la lumière de ces résultats, nous avons décidé de nous 
concentrer sur les gènes enrichis au moins 3 fois. 4 de ces candidats ont été pré-sélectionnés 
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pour faire une analyse par buvardage de type Northern, puisque des sites d’appariement 
potentiels, corrélant avec des régions enrichies, ont été détectés par bio-informatique dans la 
région 5’ de ces gènes, là où s’apparient la grande majorité des pARNr. 3 de ces 4 gènes 
semblent être régulés au moins de façon transitoire par SroA. Parmi ceux-ci, un (fliY) est 
particulièrement intéressant, puisqu’il s’agit d’un gène situé sur un opéron impliqué dans la 
synthèse du flagelle, ce qui est cohérent avec les résultats obtenus par puce à ADN. La régulation 
observée par buvardage de type Northern n’a pu l’être par des essais β-galactosidase sur des 
fusions transcriptionnelles jusqu’à 100 codons, possiblement parce que ces fusions sont trop 
courtes afin de détecter un effet que l’on peut détecter sur l’ARNm pleine longueur. Des fusions 
plus longues devront être réalisées. Une autre possibilité pourrait être que la régulation est 
transitoire et que les essais β-galactosidase ne nous permettent pas la détecter. Des buvardages 
de type Northern pourraient être réalisés en utilisant une sonde ciblant la portion lacZ de la 
fusion afin de discriminer la construction du gène endogène. Finalement, des essais in vitro ont 
été réalisés afin de vérifier l’appariement prédit par bio-informatique. Suite à des tests de 
cartographie chimique et de retardement sur gel, 2 sites (3 et 5) sont particulièrement 
intéressants et pourront être testés par mutagénèse afin de confirmer leur importance in vivo. 
Afin de démontrer que SroA régule directement l’expression génétique de fliY ainsi que celle 
d’autres cibles, des mutants compensatoires devront être utilisés. Si l’effet de SroA est perdu en 
utilisant une séquence mutante et retrouvé lorsque la cible possède la mutation compensatoire, 
on pourra affirmer que la régulation est directe. 
 
Dans une future étude, il serait intéressant d’étudier plus en profondeur la régulation de fliY. En 
effet, étant donné que ce gène peut être transcrit sur le même opéron que fliA qui encode le 
régulateur de transcription σ28 (opéron fliAZY), qui semblait être au cœur de la régulation 
observée lors de l’expérience par puce d’ADN. L’expression de cet opéron dans la souche 
EM1055 est trop faible pour être détectée par buvardage de type Northern. Une souche d’E. coli 
motile pourrait permettre de détecter l’expression de cet opéron et de vérifier l’impact potentiel 
de SroA dans la régulation de fliY et de la motilité d’E. coli. Un lien entre la TPP et la motilité 
pourrait être avantageux pour la bactérie. En absence de TPP, on pourrait s’attendre à ce que la 
bactérie soit motile et se déplace afin de trouver le cofacteur. En présence de TPP de 
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suffisamment de TPP, la bactérie, via la production du petit ARN SroA, inhiberait l’expression 
de ses gènes de motilité puisqu’elle se trouve dans un environnement favorable. L’inhibition 
générale d’un mécanisme aussi complexe que la motilité peut sembler une réaction exagérée, 
mais rappelons-nous que la TPP est un cofacteur essentiel, nécessaire pour le fonctionnement 
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